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Mit Hilfe von 16S rDNA Analysen wurde eine neue Gruppe von Archaea, die sogenannten
mesophilen Crenarchaeota, in verschiedenen marinen und terrestrischen Ökosystemen
nachgewiesen. Da kein Vertreter dieser Gruppe bisher im Labor kultiviert werden konnte,
sind diese Organismen noch sehr wenig charakterisiert.
In dieser Arbeit wurden Genbanken mit großen klonierten DNA-Fragmenten aus
verschiedenen Bodenproben angelegt, um eine Voraussetzung für das Studium der
mesophilen Crenarchaeota und anderer nicht-kultivierter Mikroorganismen aus Böden zu
schaffen. Dafür wurde hochmolekulare DNA aus einem nährstoffarmen Sandökosystem
(RUD) isoliert und von Huminsäuren gereinigt. Zusammen mit zwei weiteren Boden-DNAs,
aus einem Graslandboden und einem Mischwaldboden, wurde diese in Fosmid-Genbanken
abgelegt, die insgesamt 2,5 Gbp klonierter Umwelt-DNA enthielten.
Die Charakterisierung von zwei der Genbanken und einer weiteren von RUD vorhandenen
wurde durch die Erstellung von randständigen Sequenzen (je Seite >700 bp) von 2.688
zufällig ausgewählten Fosmiden möglich. Die Auswertung der 5.376 Sequenzen im Umfang
von insgesamt mehr als 4 Mbp zeigten, dass 1.) 56% aller Sequenzen keine Ähnlichkeiten
mit Genen aus den Datenbanken aufwiesen; dass 2.) 42% der Sequenzen Ähnlichkeiten mit
bakteriellen, und nur je ca. 1% mit archaealen und eukaryontischen Genen hatten; dass 3.)
Protein-kodierende Gene ähnlich auf funktionelle Kategorien (COG-Kategorien) verteilt
waren wie in kompletten Genomen kultivierter Mikroorganismen; dass 4.) eine große
Diversität an mikrobiellen Genomen vertreten war; und dass 5.) basierend auf G+C-Gehalt
und Auswertung der Treffer mit größten Ähnlichkeiten, deutliche Unterschiede zwischen den
Banken in Bezug auf Herkunft und Art der Präparation der DNA zu beobachten waren.
Auswertungen phylogenetischer Markergene in den Endsequenzen ermöglichten die
Zuordnung von Genomfragmenten zu spezifischen phylogenetischen Gruppen. Neben
einem, über ein kodiertes 16S rRNA-Gen identifiziertes Fosmid, konnten so anhand der
Endsequenzen mindestens sieben weitere Fosmide nicht-kultivierten Crenarchaeota
zugeordnet werden.
Von drei crenarchaealen Fosmiden wurden die Sequenzen bestimmt und detailliert
ausgewertet: Klon 6a13 wurde anhand eines potentiellen archaealen cdc48-Gens
identifiziert, Klon 68f19 durch ein randständiges Chaperonin-Gen und Klon 54d9 durch ein
rRNA-Operon.
In der insgesamt 114 kb umfassenden Sequenzinformation wurden 114 offene Leserahmen
gefunden. Neben Genen die für an zentralen zellulären Prozessen beteiligte Proteine
kodierten, wurden auch Gene gefunden, die Hinweise auf spezielle Stoffwechselwege
gaben. Besonders eine neuartige, vermutliche dissimilatorische Kupfer-enthaltende
Nitritreduktase (NirK), die einzigartig durch ein C-terminal fusioniertes Amicyanin war,
deutete darauf hin, dass Crenarchaeota in Böden denitrifizieren könnten.
Die biochemische Bestätigung der Aktivität dieses Enzyms wurde durch Herstellung von
Gen-Konstrukten mit und ohne Leserahmen für die Amicyanin-Domäne vorbereitet. Diese
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Konstrukte wurden heterolog im Cytoplasma und Periplasma von Escherichia coli exprimiert
und die erhaltenen Proteine für Aktivierungs- und Rückfaltungsversuche verwendet.
Zwei weitere gefundene Gene kodierten potentielle Proteine, die schwache Ähnlichkeiten mit
Ammonium- bzw. Methan-Monooxygenasen (AmoA/PmoA) aufwiesen. In bioinformatischen
Analysen konnte sowohl eine weite Verbreitung des vermutlichen amoA Gens bei
mesophilen Crenarchaeota aufgezeigt werden, als auch eine strukturelle Ähnlichkeit des
Proteins mit AmoA Proteinen bekannter Nitrifizierer.
Anhand der gewonnenen Erkenntnisse wurde abschließend eine Hypothese über die
Physiologie der nicht-kultivierten Crenarchaeota aufgestellt.
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Die Biologie ist die Wissenschaft vom Leben. Ziel dieser Wissenschaft war es immer, das
Wissen über das Leben zu vermehren um somit eines Tages das Phänomen Leben erklären
zu können. Anfänglich stand die bis heute andauernde „Katalogisierung“ des Lebens, d.h.
die Erfassung aller Lebewesen, im Vordergrund. Den ersten Höhepunkt dieser Bemühungen
stellte die Systematik von Carl von Linne dar („Systema naturae“, 1735). Lange Zeit wurde
die Vielfalt bzw. Diversität des Lebens nur auf eukaryontischer Ebene, d.h. bei Pflanzen und
Tieren gesucht und bestimmt. Erst die Entwicklung technischer Hilfsmittel, wie die des
Mikroskops beginnend mit Galileo Galilei (Mitte 16. Jahrhundert), erlaubte den Einblick in die
Welt der Mikroorganismen, zu denen auch alle Prokaryonten gehören. Durch die Arbeiten
von Robert Koch (1843-1910) wurden die ersten bakteriellen Spezies isoliert und es konnte
begonnen werden, sie in Reinkultur zu charakterisieren. Damit war das Feld der klassischen
Mikrobiologie, wie wir es auch heute noch kennen, eröffnet.
Bis zum jetzigen Zeitpunkt konnten ca. 5.000 prokaryontische Spezies mittels Isolierung und
Kultivierung als Reinkulturen erhalten werden (Deutsche Stammsammlung, DSMZ,
http://www.dsmz.de/bactnom/bactname.htm). Dazu zählen neben vielen Bakterien auch
Spezies die zu der Domäne der Archaea gehören. Von in Reinkultur vorliegenden
bakteriellen und archaealen Spezies können die physiologischen Eigenschaften studiert
werden und viele der Komponenten der Zellen wurden und werden biochemisch
charakterisiert. In jüngster Zeit werden zusätzlich zu den physiologischen und
biochemischen Eigenschaften die Genome vieler Organismen mittels kompletter
Sequenzierung analysiert. Aktuell sind 162 komplette prokaryontische Genome (18 Archaea,
144 Bakterien) sowie die Sequenzen einer Reihe von genetischen Elementen, wie Plasmide
und Phagen bekannt, mit 184 weiteren Genomen (9 Archaea, 175 Bakterien) die sich noch in
Arbeit befinden (Stand 15.5.2004, National Center for Bioinformatics, NCBI,
www.ncbi.nlm.nih.gov).
Die Stoffwechseleigenschaften einzelner charakterisierter Mikroorganismen sind allerdings
nicht unbedingt repräsentativ für die Stoffumsetzungen in globalen Ökosystemen, da die
überwiegende Zahl der Prokaryonten nicht im Labor gezüchtet und somit auch nicht studiert
werden kann. Die bisher kultivierten prokaryontischen Spezies repräsentieren jedoch bei
weitem nicht die Gesamtheit aller Prokaryonten auf der Erde. So ist die phylogenetische
Tiefe der Prokaryonten sehr viel größer als die der Eukaryonten (Woese et al. 1990) und
trotzdem sind mehr Eukaryontenarten bekannt als prokaryontische Spezies, momentan
nämlich ca. 1,3 Millionen, davon 950.000 Insektenarten (Amann et al., 1995). Schätzungen
gehen von mehr als 99% unbekannten Arten von Mikroorganismen in der Umwelt aus (Pace,
1997). Allein in einer Bodenprobe können ca. 500.000 mikrobielle Spezies vorliegen
(Dykhuizen, 1998), womit die Schätzung der Gesamtzahl an prokaryontischen Spezies von
1,5 - 14 Millionen (Palleroni, 1997) im Bereich des Möglichen liegt. Auch stellen nach
Schätzungen die Prokaryonten mehr als die Hälfte der auf der Erde vorkommenden
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Biomasse mit insgesamt 4 - 6 x 1030 Zellen (Whitman et al., 1998). Bedenkt man noch die
große globale ökologische Bedeutung der Mikroorganismen aufgrund ihrer, zum Teil
einzigartigen Stoffumsetzungen (Stickstofffixierung, Nitrifikation, Denitrifikation,
Methanogenese), so erkennt man die Wichtigkeit der Bestimmung ihrer kompletten
vorhandenen Diversität.
Die klassischen Methoden basierend auf Isolierung und Kultivierung der Organismen sind
dies nicht zu leisten im Stande, da je nach Ökosystem nur ca. 0,001% bis 15% der lebenden
Zellen angezogen werden können (Wagner et al., 1993). Daher wurden Kultivierungs-
unabhängige, molekularökologische Methoden entwickelt, die die 16S rRNA als
phylogenetisches Markermolekül nutzen (Olsen et al., 1986). Das rRNA-Molekül ist dafür
besonders geeignet, da es ubiquitär in allen Lebewesen vorkommt und sowohl hoch
konservierte wie auch variable Bereiche enthält. Diese erlauben eine eindeutige
Identifizierung einzelner Spezies bzw. 16S rRNA-Phylotypen. Außerdem ist ein horizontaler
Transfer des 16S rRNA-Gens zwischen verschiedenen Spezies sehr selten (Olsen & Woese,
1993).
Durch Extraktion von Gesamtnukleinsäuren aus einer Umweltprobe und ihrer Verwendung
als Matrize in einer Polymerase-Kettenreaktion (PCR) zur Amplifizierung der 16S rRNA-
Gene kann die Diversität einer Umweltprobe abgeschätzt werden (DeLong, 1997). Die
erhaltenen PCR-Produkte werden hierfür kloniert, ihre Sequenzen bestimmt und diese zur
Rekonstruktion phylogenetischer Stammbäume verwendet. Über die Auswahl der zu
konservierten Bereichen der rRNA komplementären Oligonukleotide, die als Startermoleküle
(primer) in der PCR Verwendung finden, kann man einerseits versuchen alle vorhandenen
rRNA-Gene zu amplifizieren, um sich einen Überblick über die Diversität in der Probe zu
verschaffen (universelle primer). Andererseits kann man mit z.B. Archaea-spezifischen
primern gezielt nach bestimmten Organismengruppen suchen.
Gerade für die Domäne der Archaea sind in den letzten Jahren erstaunliche Entdeckungen
auf dem Gebiet der Biodiversität gemacht worden. Zum einen wurde das neue Königreich
der Nanoarchaeota beschrieben, eine phylogenetisch bislang wenig diverse Gruppe von
ungewöhnlich kleinen Organismen (<400 nm im Durchmesser), die angeheftet an
hyperthermophile Igniococcus-Arten leben (Huber et al., 2002). Durch ihre in der Sequenz
stark abweichenden rRNA-Gene wurden sie bis dato in molekularen Diversitätsstudien nicht
erfasst. Nanoarchaeum equitans besitzt außerdem mit 491 kbp das kleinste derzeit bekannte
mikrobielle Genom (Waters et al., 2003). Zweitens wurden Archaea in anaeroben marinen
Sedimenten entdeckt, die zusammen mit Sulfat-reduzierenden Bakterien vorkommen und
den vom Methan stammenden Kohlenstoff in ihre Zellen einbauen (Hinrichs et al., 1999).
Von den zwei identifizierten zu den Euryarchaeota gehörende Gruppen, ANME-1 und
ANME-2, konnte durch Kopplung von phylogenetischer Identifizierung von Einzelzellen und
mikroskopischen Massenspektroskopie-Analysen gezeigt werden, dass sie anaerob Methan
oxidieren (Orphan et al., 2001). Dieser, von bis jetzt nicht-kultivierten Organismen betriebene
Stoffwechsel scheint eine wichtige Rolle im Kohlenstoffzyklus in diesen Ökosystemen zu
spielen (Girguis et al., 2003).
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Zum Dritten ist die für das ökologische Verständnis der Archaea bedeutende Entdeckung
von Crenarchaeota in mesophilen Habitaten zu nennen (DeLong, 1992; Fuhrman et al.,
1992). Bei den Crenarchaeota waren bislang nur extrem thermophile bzw. hyperthermophile
Spezies bekannt. Diese häufig Schwefel-abhängigen Organismen wurden aus submarinen
Sedimenten, hydrothermalen Quellen oder terrestrischen Solfataren isoliert. Umso
erstaunlicher war der Fund von crenarchaealen 16S rRNA-Genen in marinem Plankton
(DeLong et al., 1992). Neben weiteren Diversitätsstudien im Plankton (DeLong et al., 1994;
Fuhrman & Davis, 1997; Massana et al., 1997) wurden in der Folge auch in anderen
Ökosystemen crenarchaeale 16S rRNA-Gene detektiert, so in Süßwassersedimenten
(Hershberger et al., 1996; MacGregor et al., 1997; Ovreas et al., 1997; Schleper et al.,
1997a; Vetriani et al., 1999), im Darm einer Tiefseegurke (McInerney et al., 1995) und im
Gewebe eines marinen Schwamms (Preston et al., 1996).
Abbildung 1: Phylogenetische Rekonstruktion der Königreiche Euryarchaeota und Creanarchaeota der
archaealen Domäne basierend auf der 16S ribosomalen RNA (DeLong, 1998). In Fettdruck sind Gruppen
abbgebildet, in denen keine kultivierten Vertreter bekannt sind.
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Auch in Bodenökosystemen konnten mesophile Crenarchaeota identifiziert werden, die sich
hauptsächlich auf zwei phylogenetische Gruppen verteilen. Die zur Gruppe 1.1b (DeLong et
al., 1998; siehe Abb. 1) gehörenden 16S rRNA Sequenzen konnten aus wirtschaftlich
genutzten Böden (Bintrim et al., 1997; Buckley et al., 1998; Chin et al., 1999; Ueda et al.,
1995), aus Regenwaldboden des Amazonasgebietes (Borneman et al., 1997), aus
Schwermetall-kontaminierten Böden (Sandaa et al., 1999) und aus einem Sandökosystem
(Selesi, 2000) in Deutschland isoliert werden. Hauptsächlich in finnischen Waldböden
wurden Sequenzen der Gruppe 1.1c gefunden (Jurgens et al., 1997), zu der auch
Sequenzen gehören, die aus Süßwassersedimenten eines gefluteten ehemaligen
Kohletagebaus der heute als Badesee genutzt wird (Grube Prinz von Hessen) isoliert wurden
(Ochsenreiter et al., 2003).
Die Erfassung der Diversität reicht zum Verständnis des Phänomens „Leben“ allerdings nicht
aus. Fragen zur Physiologie, der Rolle der Organismen im Ökosystem und ihre evolutive
Herkunft rücken deshalb immer mehr in den Blick der Forschung. In der Mikrobiologie sind
diese Fragestellungen aufgrund der eingeschränkten Kultivierbarkeit vieler Organismen
häufig schwer zu bearbeiten. Zwar führen verbesserte Kultivierungsmethoden zur Isolierung
neuer Arten (Janssen et al., 2002; Kaeberlein et al., 2002; Sait et al., 2002; Zengler et al.,
2002; Joseph et al., 2003), aber es wird schließlich immer nur ein Bruchteil der wirklich in
einem Ökosystem vorhandenen Spezies in Kultur gebracht. Anhand dieser
„Modellorganismen“ können zwar einige, speziell auf diese Arten bezogene Fragestellungen
bearbeitet werden, allerdings lassen sich gerade die Fragen zu den ökologischen Rollen und
Interaktionen von vielen Spezies nicht beantworten.
Hier sind neue Techniken gefragt, die über 16S rRNA-Diversitätsstudien hinausgehende
Aussagen zur Funktion und Abundanz von Mikroorganismen im Ökosystem zulassen. Die
Möglichkeit der Visualisierung und gleichzeitigen phylogenetischen Einordnung von nicht-
kultivierten Mikroorganismen wurde mit der Fluoreszenz in situ Hybridisierung (FISH)
geschaffen, bei der 16S rRNA-spezifische Sonden verwendet werden (Amann et al., 1990
und 1996; Wagner et al., 1993). Auch lässt sich mit dieser Methode eine Quantifizierung der
untersuchten Organismen durchführen (Neef et al., 1996; DeLong et al., 1999; Ravenschlag
et al., 2001). Mit der real time PCR-Technologie, die seit kurzem in der molekularen Ökologie
Anwendung findet, ist ebenfalls eine Quantifizierung von Organismen in Umweltproben
möglich (Takai & Horikoshi, 2000).
Um die metabolische Aktivität nicht-kultivierter Organismen in einem Ökosystem zu zeigen,
können „Fütterungsexperimente“ mit markierten Substraten durchgeführt werden. Eine
hierfür verwendete Technik ist als stable isotope probing bekannt (Radajewski et al., 2000).
Hierbei wird ein z.B. 13C markiertes Substrat einer Probe zugesetzt. Das Substrat
verwertende Organismen bauen 13C in ihre DNA ein, was eine Abtrennung dieser DNA von
unmarkierter durch Dichtegradientenzentrifugation ermöglicht. Anschließend kann diese
DNA mittels PCR auf vorhandene 16S rRNA- bzw. auf für die Substratverwertung
notwendige Protein-kodierende Gene untersucht werden. Der Nachweis des eingebauten
stabilen Isotops kann auch in anderen Zellkomponenten der untersuchten Organismen
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erfolgen. So konnte z.B. gezeigt werden, dass nach Zugabe von 13C markiertem H2CO3 zu
einer Oberflächen-Wasserprobe aus der Nordsee der markierte Kohlenstoff zu großen Teilen
in den Membranen von dort vorkommenden nicht-kultivierten Crenarchaeota wiederzufinden
war (Wuchter et al., 2003). Durch Koppelung von Nachweisen radioaktiver Substrate und
FISH-Analysen erhält man eine zeitgleiche Aussage über Substrataufnahme und
phylogenetische Einordnung der detektierten Organismen. Diese Methode ist als substrate
tracking autoradiography fluorescence in situ hybridization (STARFISH; Ouverney &
Fuhrman, 1999) bzw. als Kombination von Mikroautoradiographie und FISH (Lee et al.,
1999) bekannt.
All diese Techniken ermöglichen nur punktuelle, wenn auch wichtige Einblicke in die
Aktivitäten nicht-kultivierter Mikroorganismen. Als Grundlage für diese Untersuchungen und
zur Bestimmung des kompletten physiologischen und ökologischen Potentials der nicht-
kultivierten Organismen ist es aber unumgänglich, Zugang zur ihrer gesamten genetischen
Information zu bekommen. Da die Organismen nicht isoliert vorliegen, ist es nur möglich,
möglichst große Teile der Genome einer mikrobiellen Population eines Ökosystems, das
sogenannte „Metagenom“ (Rondon et al., 2000), in Umweltgenbanken abzulegen (Abb. 2).
Abbildung 2: Schematischer Ablauf der Klonierung von DNA aus Bodenproben (Umweltgenomik). Der
Probenentnahme folgen die Isolierung von hochmolekularer DNA und ihre Reinigung von Humus-Substanzen (A).
Anschließend wird die DNA in BAC- oder Fosmid-Vektoren ligiert und in E. coli-Zellen transformiert (B und C).
Das geordnete Ablegen der erhaltenen Klone ermöglicht die Sequenz- oder Aktivitäts-basierte Suche nach
interessanten Klonen (D). Durch Auswertung der kompletten Sequenzinformation dieser Klone können Einblicke








Dabei wird direkt aus der Umweltprobe isolierte DNA in Vektoren von Escherichia coli, wie
Plasmiden, Cosmiden, Fosmiden oder Bacterial Artifical Chromosomes (BACs) abgelegt
(DeLong, 2001). Die in der Regel großen klonierten Fragmente (>30 kb) werden
anschließend mit Sonden für phylogenetisch relevante Markergene (z.B. 16S rRNA-Gen)
durchgemustert, um Genomfragmente ausgewählter Gruppen identifizieren und zuordnen zu
können. Die benachbart zum Markergen liegenden Gene können bioinformatisch analysiert
werden und lassen neue Erkenntnisse über den Organismus zu. Bei dieser Technologie
besteht die Herausforderung vor allem in der Aufreinigung möglichst hochmolekularer DNA
aus Umweltproben und ihr Ablegen in sehr komplexen Genbanken.
Alternativ dazu kam auch kürzlich das shotgun-Sequenzieren von gemischten
Umweltgenbanken mit kleinen klonierten Fragmenten (2-4 kb) zum Einsatz (Tyson et al.,
2004; Venter et al., 2004). Bioinformatisch können anschließend größere Abschnitte der
Genome zusammengesetzt und ausgewertet werden.
Erstmals wurde die Umweltgenomik zur Charakterisierung eines 40 kb großen
Genomfragments eines planktonischen marinen Archaeons verwendet (Stein et al., 1996).
Dafür wurde aus dem Pikoplankton isolierte DNA in Form einer Fosmid-Genbank abgelegt.
Ihre Durchmusterung mittels PCR nach 16S rRNA-Gen-tragenden rekombinanten Fosmiden
ergab das später analysierte Fragment. Im selben Labor wurde der in dem marinen
Schwamm Axinella mexicana lebende archaeale Symbiont Cenarchaeum symbiosum
(Preston et al., 1996) ebenfalls mit dieser Technologie näher charakterisiert. Hierfür wurde
Gesamt-DNA des Schwamms inklusive der in ihm lebenden Symbionten in Fosmide kloniert.
Durch Nutzung des 16S rRNA-Gens als phylogenetischen „Anker“ zur Identifizierung von C.
symbiosum-DNA enthaltenden Klonen konnten zwei Fosmide isoliert werden, die
Informationen über Protein-kodierende Gene und die Genomstruktur dieses Organismus
enthielten (Schleper et al., 1998). Das dabei entdeckte Gen für eine DNA-Polymerase B
wurde rekombinant in E. coli exprimiert und das Protein wurde biochemisch charakterisiert
(Schleper et al., 1997b). Hierbei wurde die erwartete Anpassung dieses Enzyms an den
moderaten Lebensraum des Organismus bestätigt. Aktuell läuft die Bestimmung der
kompletten Genomsequenz von C. symbiosum (DeLong, 2003).
In einer weiteren Studie konnte auf dem genomischen Fragment eines marinen, nicht-
kultivierten γ-Proteobakteriums (SAR86-Gruppe) ein Gen für einen neuen Rhodopsin-Typ,
das sogenannte Proteorhodopsin, identifiziert werden (Beja et al., 2000a). Es handelt sich
dabei um eine lichtgetriebene Protonenpumpe, die bislang nur in Form des
Bakteriorhodopsins bei halophilen Archaea bekannt war (Oesterhelt & Stoeckenius, 1971).
In Folgestudien konnte eine grosse Diversität des Proteorhodopsins in marinen
Ökosystemen nachgewiesen werden (Beja et al., 2001; Man et al., 2003; Sabehi et al.,
2003). Dabei entdeckte funktionelle Varianten zeigten an die Lichtverhältnisse im jeweiligen
Ökosystem angepasste Absorptionsmaxima (Beja et al., 2001). Eine vergleichende
Genomstudie von Proteorhodopsin-Gen-tragenden Genomfragmenten, die in
Umweltgenbanken verschiedener mariner Ökosysteme identifiziert wurden, lässt vermuten,
dass Proteorhodopsin-Gene nicht nur bei γ- sondern auch bei α-Proteobakterien vorkommen
(de la Torre et al., 2003). Durch diese Entdeckungen konnte eine neue Art der Phototrophie
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in marinen Habitaten beschrieben werden, die wahrscheinlich eine ökologisch sehr
bedeutende Rolle spielt. Ohne den primären metagenomische Ansatz wäre diese wohl
verborgen geblieben.
Neben dieser Entdeckung konnten mit Hilfe der Umweltgenomik auch erste Einblicke in die
Genome von marinen planktonischen Euryarchaeoten und Crenarchaeoten gewonnen
werden, was auch die Möglichkeit von vergleichenden Genomanalysen zwischen den
isolierten Genomfragmenten eröffnete (Beja et al., 2000b; Beja et al., 2002; Lopez-Garcia et
al., 2004).
Durch fallende Sequenzierkosten sind umfangreiche shotgun Sequenzierprojekte von
Umweltgenbanken in jüngster Vergangenheit möglich geworden. Mit Hilfe bioinformatischer
Methoden können anschließend größere Stücke (contigs, scaffolds) von Genomen aus den
gemischten Sequenzdaten zusammengesetzt werden. Tyson et al. (2004) konnten so zwei
mikrobielle Genome fast komplett, und drei weitere teilweise rekonstruieren und interessante
Einblicke in die Ökologie des untersuchten Biofilms, der in extrem sauren Abwässern einer
Minenentwässerung vorkommt, gewinnen. Dies gelang allerdings nur, da der Biofilm sich aus
wenigen dominanten, genomisch verschiedenen Spezies zusammensetzte. Mit steigender
Diversität in einem Ökosystem stoßen solche Ansätze an ihre Grenzen, wie bei der ebenfalls
mittels des shotgun Sequenzierungs-Ansatzes durchgeführten Metagenomstudie aus der
Sargassosee zu sehen war (Venter et al., 2004). Hier war es trotz enormer Mengen an
Sequenzdaten (1 Gbp) nicht möglich komplette Genome zu schliessen. Trotzdem konnten
neue Erkenntnisse gewonnen werden, wie z.B. die Entdeckung möglicher neuer Varianten
des Proteorhodopsins.
Diese o.g. Studien beschäftigten sich alle mit dem besseren Verständnis nicht-kultivierter
Mikroorganismen aus marinen Ökosystemen oder Biofilmen. Ebenfalls interessante und für
Stoffumsetzungen auf unserem Planeten wichtige Ökosysteme sind Böden. Die hier
vorhandene mikrobielle Diversität ist noch um einiges größer als in marinen Habitaten. So
wurde mittels Reassoziationskinetiken gezeigt, dass die Komplexität von Gesamt-DNA aus
Boden vergleichbar mit der von bis zu 10.000 Escherichia coli Genomen sein kann (Torsvik
& Ovreas, 2002), was einen gewissen Rückschluss auf die Anzahl der Spezies erlaubt.
Dabei handelt es sich sogar um eher vorsichtige Abschätzungen, da die Methode z.B. selten
vorkommende oder nah verwandte Spezies nur unzureichend berücksichtigt. Weiterhin
haben die mikrobiellen Bewohner von Böden große Anteile an wichtigen Stoffumsetzungen
wie z.B. Nitrifikation und Denitrifikation. Diese spielen auch unter landwirtschaftlicher
Betrachtung eine wichtige Rolle, womit das Verständnis der in Böden ablaufenden Prozesse
und der an ihnen beteiligten Organismen umso wichtiger ist. Eine Untersuchung von Boden-
Ökosystemen mittels Umweltgenomik stellt aber nicht nur wegen der großen Diversität eine
Herausforderung dar, sondern auch aufgrund der problematischen Isolierung und Reinigung
hochmolekularer DNA aus Boden.
Behindert werden metagenomische Ansätze bei Bodenökosystemen durch die starke
Kontamination der Proben mit Humus-Substanzen, vor allem Huminsäuren, die neben
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Humin und Fulvinsäuren in Böden vorkommen. Humin- und Fulvinsäuren unterscheiden sich
in ihrem Molekulargewicht, der Anzahl der funktionellen Gruppen, dem Grad der
Polymerisation und in ihrer Farbe. Huminsäuren sind dabei dunkelbraun bis schwarz gefärbt,
während Fulvinsäuren eine gelb bis gelbbraune Färbung aufweisen. Beide sind im
Gegensatz zum schwarz gefärbten Humin bei neutralem pH wasserlöslich. Diese Stoffe, vor
allem die Huminsäuren, verhindern enzymatische Reaktionen die für molekularbiologische
Arbeiten mit aus diesen Proben isolierten DNAs erforderlich sind (Tebbe & Vahjen, 1993).
Die Reinigung der DNA von Huminsäuren ist schwierig, da diese ein inhomogenes
Stoffgemisch hochpolymerer Moleküle sind, die entweder aufgrund ihrer Ähnlichkeit mit
DNA-Molekülen, bezogen auf Molekulargewicht und Gesamtladung, oder aufgrund von
oberflächlicher bzw. interkalierender Anlagerung an die DNA nur schwer von dieser
abzutrennen sind (Trevors & van Elsas, 1995). Die Zusammensetzung der Verunreinigungen
ist außerdem von Boden zu Boden verschieden: in Böden mit Grasvegetation sind ca. 75%
der Humus-Substanzen Huminsäuren und nur ca. 25% Fulvinsäuren. In Waldböden dreht
sich dieses Verhältnis um und die Huminsäuren haben nur etwas über 25% Anteil am
Humus (Stevenson, 1982). Zu Beginn dieser Arbeit gab es ein paar Studien, die sich mit der
Isolation und Reinigung von DNA aus Böden beschäftigt hatten (Krsek et al., 1999; Miller et
al., 1999; Zhou et al., 1996). Keine dieser Arbeiten hatte es allerdings zum Ziel, wenig
fragmentierte hochmolekulare DNA von Bodenbestandteilen abzutrennen, um sie in
Umweltgenbanken abzulegen.
Während der Diplomarbeit habe ich daher eine Methode entwickelt, um hochmolekulare
DNA aus Böden zu isolieren, sie von Huminsäuren zu reinigen und anschließend in Cosmide
zu klonieren (Treusch, 2000). Aus dem Bodenökosystem Rotböll konnten so 700 Mbp
metagenomischer DNA abgelegt werden. Parallel dazu wurde eine Arbeit publiziert, in der
ca. 1 Gbp Boden-DNA in zwei BAC (bacterial artifical chromosome)-Metagenombanken mit
durchschnittlichen insert-Größen von 27 bzw. 44,5 kb abgelegt wurden (Rondon et al.,
2000). Neben der Identifikation von zu den Gruppen Proteobacteria, Cytophagales und
Acidobacteria gehörenden Genomfragmenten anhand kodierter 16S rRNA Gene,
interessierten sich die Autoren hauptsächlich für bioaktive Substanzen-produzierende Klone
oder solche, die hydrolytische Aktivitäten zeigten.
Böden mit ihren mikrobiellen Bewohnern sind an vielen wichtigen biogeochemischen
Stoffkreisläufen beteiligt. Einer davon ist der Stickstoffkreislauf (Abb. 3), bei dem der reichlich
in der Atmosphäre vorhandene Distickstoff (ca. 78%) in für Organismen verwertbare
Verbindungen überführt, genutzt und anschließend wieder freigesetzt wird. Da der Anteil an
Stickstoff in Organismen nur ca. 10% der Trockenmasse beträgt, sind Assimilation und
Dissimilation entsprechend wichtiger als im Kohlenstoffkreislauf. Mikroorganismen in Böden
sind an vielen der Prozesse des Stickstoffkreislaufs maßgeblich beteiligt. So werden z.B.
85%, und somit der gesamte biologische Anteil der Stickstoff-Fixierung von prokaryontischen
Spezies durchgeführt, woran die terrestrischen Populationen einen 60%-igen und die
marinen einen 40%-igen Anteil haben (Brock, 1997).
B Einleitung
12
Abbildung 3: Schematische Darstellung des Stickstoff-Kreislaufs. Abkürzungen: X-NH2: in Proteinen fixierter
Stickstoff; Anammox: anaerobe Ammonium Oxidation. Abbildung modifiziert nach Brock, Biology of
Microorganisms und van de Graaf et al., 1997.
Ein weiterer in Böden ablaufender Prozess des Stickstoffkreislaufs ist die Denitrifikation.
Unter anaeroben Bedingungen nutzen prokaryontische Spezies Stickstoff-Oxide als
Wasserstoff- bzw. Elektronenakzeptoren und führen in organischen Verbindungen fixierten
Stickstoff als N2 in die Atmosphäre zurück. Nicht alle denitrifizierenden Spezies können den
kompletten Reaktionsweg durchführen, da ihnen ein oder mehrere der vier dafür
notwendigen Enzyme, Nitratreduktase, Nitritreduktase, NO-Reduktase und N2O-Reduktase,
fehlen (Zumft, 1992). Normalerweise werden die Gene, die diese Enzyme kodieren unter
anaeroben Bedingungen und ausreichend vorhandenen Stickstoff-Oxiden exprimiert (Zumft,
1997), allerdings sind auch einige wenige Organismen bekannt, die eine Art aerobe
Denitrifikation betreiben (Robertson et al., 1984 und 1995).
Die Verteilung der Fähigkeit zu denitrifizieren folgt keinem phylogenetischen Schema, so
dass unter den kultivierten Prokaryonten in 50 verschiedenen Genera Denitrifikanten zu
finden sind (Zumft, 1997). Diese verteilen sich dabei auf die Alpha-, Beta- und Gamma-
Proteobakterien sowie auf Gram-positve Spezies. Bei den Archaea sind Denitrifizierer
hauptsächlich unter halophilen Spezies der Euryarchaeoten zu finden, aber auch bei
Crenarchaeoten, so z.B. Pyrobaculum aerophilum. Denitrifikanten sind unter den
Eukaryonten nicht bekannt, allerdings konnte man Enzyme der Denitrifikation in den
Mitochondrien von Pilzen nachweisen (Kobayashi & Shoun, 1995).
Das Schlüsselenzym der Denitrifikation ist die dissimilatorische Nitritreduktase, da durch sie
die Trennung vom assimilatorischen Weg erfolgt und zum ersten Mal flüchtige, d.h.
gasförmige Produkte entstehen. Es gibt zwei Arten von dissimilatorischen Nitritreduktasen,
die sich durch ihre prosthetischen Metallzentren unterscheiden: eine Cytochrom cd1-haltige



















bei der Verbreitung von NirS und NirK bei den denitrifizierenden Spezies kein
phylogenetisches Schema zu erkennen (Zumft, 1992). Bei den Archaea sind nirK-Gene nur
bei den euryarchaealen Spezies Haloarcula marismortui, Haloferax denitrificans und
Haloferax lucentense gefunden worden, bei den Crenarchaeoten Pyrobaculum aerophilum
und Aeropyrum pernix findet man nirS-Homologe (Philippot, 2002 und eigene Beobachtung).
Von den weiteren archaealen Denitrifizierern Haloarcula hispanica, H. vallismortui, H .
japonica, Halobacterium mediterranei und Ferroglobus placidus, die allesamt zu den
Euryarchaeota gehören, ist unbekannt, welche Form der Nitritreduktase sie besitzen.
Ein weiterer wichtiger Prozess im Stickstoffkreislauf ist die Nitrifikation. Es ist ein in Böden
und in aquatischen Ökosystemen weit verbreiteter aerober Prozess. Dabei teilt sich der
Reaktionsweg auf zwei Schritte auf, die von unterschiedlichen, immer miteinander assoziiert
vorkommenden Bakteriengruppen durchgeführt werden. Die Oxidation des Ammoniums zu
Nitrit geschieht durch sogenannte Ammonium-oxidierende Bakterien (AOB), die mittels der
Ammonium-Monooxygenase (Amo) Ammonium zu Hydroxylamin umsetzen. Dieses wird
dann durch die Hydroxylamin-Oxidoreduktase (HAO) zu Nitrit weiteroxidiert. Den zweiten
Schritt, die Oxidierung des Nitrits zu Nitrat wird von Nitrit-oxidierenden Bakterien (NOB)
mittels des Enzyms Nitrit-Oxidase durchgeführt. Alle bekannten AOB gehören zu den
Proteobacteria und sind obligat chemolithoautotroph, obwohl manche mit Acetat oder
Pyruvat mixotroph wachsen können (Bothe et al., 2000). Von Nitrosomonas europaea und N.
eutropha konnte ferner gezeigt werden, dass sie unter Sauerstoff-limitierenden Bedingungen
simultan nitrifizieren und denitrifizieren können (Bock et al., 1995). Dabei wird Ammonium in
Anwesenheit von Pyruvat oxidiert, wobei Nitrit oder NO2 als Elektronenakzeptoren dienen
(Abeliovich & Vonhak, 1992; Schmidt & Bock, 1997). Der entgegengesetzte Fall tritt bei
Thiosphaera pantotropha, einer eng mit Paracoccus denitrificans verwandten Spezies auf:
hier wurden eine aerobe Denitrifikation sowie eine gekoppelte heterotrophe Nitrifikation-
Denitrifikation beschrieben (Stouthamer et al., 1997).
Aufgrund der enormen Bedeutung von Stickstoff-Fixierung, Nitrifikation und Denitrifikation für
landwirtschaftlich genutzte Böden beschäftigen sich viele Studien mit der Diversität, dem
Vorkommen und der Expression der Schlüsselenzyme dieser Prozesse in der Umwelt (z.B.
Rosch et al., 2002; Avrahami et al., 2002; Taroncher-Oldenburg et al., 2003). Von den dabei
gewonnenen Erkenntnissen verspricht man sich Rückschlüsse auf die Ökologie der an
diesen Prozessen beteiligten Organismen und somit langfristig eine Möglichkeit, diese
Abläufe zu steuern.
In dieser Arbeit wurde hauptsächlich das schon während der Diplomarbeit bearbeitete
Bodenökosystem Rotböll bei Darmstadt untersucht. Dieser zum Naturraum Hessische
Rheinebene gehörende Standort ist typisch für ein Sandökosystem, d.h. der Boden hat
aufgrund eines Mangels an Kolloiden ein nur schwaches Nährstoffbindungsvermögen. In
einem ruderalisierten Bereich dieses geobotanisch bereits gut charakterisierten Standorts




In einer vorangegangenen Studie war bereits die mikrobielle Diversität von RUD anhand von
16S rRNA-Klonbibliotheken untersucht worden (Selesi, 2000). Dabei wurden Sequenzen
nicht-kultivierter Archaea gefunden, die alle in die Gruppe 1.1b der Crenarchaeota fielen. In
einer universellen 16S rDNA-Genbank konnten 46 Sequenzen von nicht-kultivierten
Vertretern aus 10 verschiedenen bakteriellen Phyla identifiziert werden. Somit stand eine
relativ geringe crenarchaeale Diversität einer sehr großen auf bakterieller Seite gegenüber.
Durch Koloniehybridisierung mit einer archaealen Sonde gegen die universelle 16S rDNA-
Genbank wurde in dieser Studie die Abundanz der nicht-kultivierten Crenarchaeota mit 4-6%
bestimmt. Eine neuere Abschätzung mittels real time PCR ergab einen Anteil crenarchaealer
Genome von 1,7% im Vergleich mit denen von Bakterien in der Probe RUD (Ochsenreiter et
al., 2003).
Ziel der vorliegenden Arbeit war eine Charakterisierung der nicht-kultivierten Crenarchaeota
aus Böden mittels Umweltgenomik. Die dafür benötigten Umwelt-Genbanken mit großen
Mengen an abgelegter DNA sollten nach der, während der Diplomarbeit etablierten Methode
hergestellt und anschließend charakterisiert werden. Durch verschiedene Techniken sollten
dann in den Genbanken crenarchaeale Genomfragmente identifiziert und ihre Sequenzen
bestimmt werden. Deren Analyse sollte Aufschluss über mögliche physiologische
Eigenschaften dieser Organismen geben und eventuell kodierte Schlüsselenzyme sollten
näher charakterisiert werden.
Auf einem von drei genomischen Fragmenten, die im Zuge dieser Arbeit von bodenlebenden
Crenarchaeota isoliert wurden, konnten Gene für potentielle Schlüsselenzyme der
Nitrifikation und Denitrifikation entdeckt werden. Ein neuartiges Nitritreduktasegen eines
Crenarchaeoten wurde für biochemische Studien heterolog in Escherichia coli exprimiert.
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C. Material und Methoden
C.1 Material
C.1.1 Chemikalien
Acrylamid (30% w/v)/ Bisacrylamid (0,8% w/v) Roth, Karlsruhe
Agarose (SeaKem ME) FMC Bio Products, Rochland
Agarose, Low melting (SeaPlaque GTG) FMC Bio Products, Rochland
Ampicillin Roche Diagnostics, Mannheim
Ammoniumperoxodisulfat (APS) Sigma, St. Louis
Bacto-Agar Difco, Detroit
Biomax MR Röntgenfilme Kodak, Rochester
Cetyltrimethylammoniumbromid (CTAB) Serva, Heidelberg
Chloramphenicol Roth, Karlsruhe
dNTP’s Roche Diagnostics, Mannheim
Ethanol Roth, Karlsruhe
Ethidiumbromid Sigma, St. Louis
Harnstoff Roth, Karlsruhe
Hefe-Extrakt Difco, Detroit
Hybond-N Membran Amersham Biosciences, Freiburg
IPTG (Isopropylthiogalactopyranosid) Eurogentec, Seraing
Isopropanol Roth, Karlsruhe
Kanamycin Roche Diagnostics, Mannheim
Long Ranger Gel Solution FMC Bio Products, Rochland
Phenol (Roti-) Roth, Karlsruhe
Polyvinylpyrrolidon (PVP) Sigma, St. Louis
Sodiumdodecylsulfat (SDS) Roth, Karlsruhe
TEMED Serva, Heidelberg





Die hier nicht aufgeführten Chemikalien stammten von AppliChem, Roche Diagnostics,
Merck, Roth, Laborservice und Sigma. Nährmedienbestandteile wurden von den Firmen
Difco, Fluka, Merck, Oxoid, Sigma und Serva bezogen.
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C.1.2 Verwendete Kits
Concert Rapid Plasmid Miniprep Gibco (Invitrogen), Carlsbad
DIG DNA Labeling Kit Roche Diagnostics, Mannheim
DIG Luminescent Detection Kit Roche Diagnostics, Mannheim
EpiFos Fosmid Library Production Kit Epicentre Technologies, Madison
FastDNA SPIN Kit for Soil Q-BIOgene, Carlsbad
GeneClean II-Kit Q-BIOgene, Carlsbad
pGEM-T Cloning Kit Promega, Madison
QIAGEN Plasmid Kits QIAGEN, Düsseldorf
MinElute PCR Purification Kit QIAGEN, Düsseldorf
SequiTherm EXCEL II Long-Read
DNA Sequencing Kit Epicentre Technologies, Madison
Zero Blunt TOPO PCR Cloning Kit Invitrogen, Carlsbad
Ultrafree-DA Millipore, Bedford
C.1.3 Enzyme
AmpliTaq DNA Polymerase Applied Biosystems, Foster City
DApGoldStar DNA Polymerase Eurogentec, Seraing
GELase Epicentre Technologies, Madison
Proteinase K Merck, Darmstadt
Restriktionsendonukleasen MBI Fermentas, New England Biolabs
Eurogentec, Hybaid
SequiTherm EXCEL II DNA-Polymerase Epicentre Technologies, Madison
T4 DNA Ligase Pharmacia, Tennenlohe
T4 DNA Polymerase Epicentre Technologies, Madison
T4 Polynukleotid Kinase Epicentre Technologies, Madison
C.1.4 Vektoren
pCR-Blunt II TOPO (3519 bp) Invitrogen, Carlsbad
pEpiFOS-5 (7518 bp) Epicentre Technologies, Madison
pET-27b(+) (5414 bp) Novagen, Darmstadt
pET-28a(+) (5369 bp) Novagen, Darmstadt
pGEM-T (3000 bp) Promega, Madison
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C.1.5 Mikroorganismen
Escherichia coli BL21-CodonPlus(DE3)-RIL Stratagene, La Jolla
Genotyp: B F- ompT hsdS(rB- mB-) dcm+ TetR gal λ(DE3) endA Hte [argU ileY leuW CamR]
Escherichia coli EPI100 Epicentre Technologies, Madison
Genotyp: F- mcrA Δ[mrr-hsdRMS-mcrBC] Φ80dlacZΔM15 ΔlacX74 recA1 endA1 araD139
Δ[ara, leu]7697 galU galK λ- rpsL nupG
Escherichia coli TOP10 Invitrogen, Carlsbad
Genotyp: F- m c r A Δ[mrr-hsdRMS-mcrBC] Φ80lacZΔM15 ΔlacX74 recA1 deoR araD139
Δ[ara, leu]7697 galU galK rpsL [StrR] endA1 nupG
Escherichia coli TOP10F` Invitrogen, Carlsbad
Genotyp: F`{lacIqTn10(TetR)} mcrA Δ[mrr-hsdRMS-mcrBC] Φ80lacZΔM15 ΔlacX74 recA1
deoR araD139 Δ[ara, leu]7697 galU galK rpsL endA1 nupG
C.1.6 DNA-Größenstandards
100bp DNA Ladder MBI Fermentas, St. Leon-Roth
Gene Ruler 1kb DNA Ladder MBI Fermentas, St. Leon-Roth
Gene Ruler DNA Ladder Mix MBI Fermentas, St. Leon-Roth
Lambda DNA/EcoRI+HindIII-Marker MBI Fermentas, St. Leon-Roth
Lambda DNA/Eco47III+Eco91I-Marker MBI Fermentas, St. Leon-Roth
MidRange PFG Marker I New England Biolabs, Frankfurt
C.1.7 Protein-Größenstandards
Prestained Protein Ladder, ~10-180 kDa MBI Fermentas, St. Leon-Roth
Protein Ladder, 10-200 kDa MBI Fermentas, St. Leon-Roth
Protein Molecular Weight Marker MBI Fermentas, St. Leon-Roth
C.1.8 Medien




für Festmedium: Agar 15 g/l
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M9 Minimalmedium für E. coli:
200 ml 5 x M9 Salze
2 ml 1 M MgSO4
20 ml einer 20%igen Zuckerlösung
0,1 ml 1 M CaCl2
ad 980 ml mit sterilem bi-deionisiertem Wasser
5 x M9 Salze (pro Liter):





TAE-Puffer 40 mM Tris, 20 mM Eisessig, 2 mM EDTA, pH 8,2-8,4
TBE-Puffer (10-fach) 890 mM Tris, 889 mM Borsäure, 25 mM EDTA
TE-Puffer 20 mM Tris/HCl pH 7,5, 1 mM EDTA
DNA-Probenauftragspuffer 50% Saccharose (w/v), 100 mM EDTA pH 8,0, 0,25%
Bromphenolblau
C.1.10 Synthetische Oligonukleotide
Die Oligonukleotide wurden bei SIGMA-ARK (Darmstadt) hergestellt. Sie wurden in
lyophilisierter Form geliefert, anschließend in HPLC-Wasser aufgenommen und bei -20 °C
gelagert. Oligonukleotide für Sequenzreaktionen wurden HPLC-gereinigt von MWG
(Ebersberg) bezogen und bei -20 °C gelagert.
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Tabelle 1: Verwendete synthetische Oligonukleotide für PCR-Amplifikationen und Sequenzierung.
Name Sequenz 5’→3’ * Spezifität Herkunft
Arch20F TTCCGGTGGATCCYGCCGGA 16S rDNA, Archaea DeLong et al., 1992
Arch958R YCCGGCGTTGAMTCCAATT 16S rDNA, Archaea DeLong et al., 1992
Univ27F AGAGTTTGATCCTGGCTCAG 16S rDNA, Bakterien DeLong et al., 1992
Univ1390R GACGGGCGGTGWGTRCAA 16S rDNA, Bakterien Reysenbach et al., 1995
StrepB ACAAGCCCTGGAAACGGGGT 16S rDNA, Streptomyceten Rintala et al., 2001
StrepF ACGTGTGCAGCCCAAGACA 16S rDNA, Streptomyceten Rintala et al., 2001
Strep230F GAGCCCGCGGCCTATCAGC 16S rDNA, Streptomyceten diese Studie
Strep1445R TCCCAATCGCCAGTCCCACCT 16S rDNA, Streptomyceten diese Studie
LS177F GAAYTGAARCATCTYAGTA 23S rDNA, Archaea Beja, 2000b
LS2445a-R CCCYGGGGTARCTTTTCTST 23S rDNA, Archaea Beja, 2000b
NR1fwd** ATGAAGCTTCCATGGGTCGTAGTTTACTACTC nirK, Klon 54d9 diese Studie
NR3fwd** ATGAAGCTTCCATGGCGCAGGAAACAGAA nirK, Klon 54d9 diese Studie
NR4fwd** ATGAAGCTTCCATGGAAACACAA GCTGAA nirK, Klon 54d9 diese Studie
NR4rev** CATCTCGAGGCTGCCGCGCGGTACCAGTG
CTGCTGTGCATAC
nirK, Klon 54d9 diese Studie
NR5rev** CATCTCGAGGCTGCCGCGCGGTACCAGGT
TTACTACAACTTG
nirK, Klon 54d9 diese Studie
NR5Nrev** CATCTCGAGCAGTTAGTTTACTACAAC nirK, Klon 54d9 diese Studie
M13-forward (-40) GTTTTCCCAGTCACGACGT Vektor-MCS spezifisch k.A.
M13-revers*** CACACAGGAAACAGCTATGA Vektor-MCS-spezifisch k.A.
M-20-universal*** TTGTAAAACGACGGCCAGT Vektor-MCS-spezifisch k.A.
T7-Promotor*** TAATACGACTCACTATAGGG Vektor-spezifisch k.A.
prCLyEpiFOS TAGAATACTCAAGCTTGCATG Vektor-spezifisch k.A.
* Fett gedruckte Buchstaben zeigen degenerierte Positionen, die nach der Standardabkürzung benannt wurden.
** Diese Oligonukleotide wurden für die Herstellung von Überexpressionskonstrukten verwendet (siehe auch C.12.1).
*** Für Sequenzierungen wurden am 5’-Ende IRD 800 Fluoreszenz-markierte Varianten dieser Oligonukleotide verwendet.
C.2 Gelelektrophoresen
C.2.1 Agarosegelelektrophorese zur Auftrennung von DNA-Fragmenten
Zur Auftrennung von DNA-Fragmenten wurden Gele aus Agarose (SeaKem ME, FMC Bio
Products) verwendet. Die Agarose wurde je nach Größe der Fragmente 0,6 bis 3%ig in 1-
fach TAE-Puffer (40 mM Tris, 20 mM Eisessig, 2 mM EDTA, pH 8,2-8,4) angesetzt. Als
Laufpuffer wurde ebenfalls 1-fach TAE verwendet, wobei die beim Gellauf angelegte
Spannung je nach Art der Auftrennung zwischen 30 und 120 Volt variiert wurde.
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Die Anfärbung der im Gel befindlichen DNA wurde in einer verdünnten
Ethidiumbromidlösung durchgeführt, die Entfärbung des Hintergrunds erfolgte in
deionisiertem Wasser. Zur Visualisierung der DNA wurde das Ethidiumbromid auf einem UV-
Tisch bei Wellenlängen von 254 nm bzw. 312 nm angeregt. Das vom angeregten
Ethidiumbromid emittierte Licht der Wellenlänge 590 nm wurde durch eine Digitalkamera
aufgefangen.
C.2.2 Pulsfeldgelelektrophorese zur Auftrennung hochmolekularer DNA-Fragmente
Die Auftrennung von hochmolekularer DNA wurde mittels Pulsfeldgelelektrophorese in einer
CHEF-DR II-Elektrophoreseapparatur (BIORAD) durchgeführt.
Für die Herstellung der Gele wurde die spezielle Pulsfeld-Agarose (SIGMA) 1%ig verwendet.
Als Gel- und Laufpuffer diente 0,5-fach TAE (20 mM Tris, 10 mM Eisessig, 1 mM EDTA in bi-
deionisiertem Wasser, pH 8,2-8,4). Die Lauf- und Pulszeiten wurden je nach Anwendung,
entsprechend den vom Hersteller empfohlenen Werten, eingestellt. Neben den Standard-
DNA-Größenmarkern wurde der MidRange PFG Marker I (New England Biolabs) verwendet.
Nach der Elektrophorese wurden die Gele wie schon unter C.2.1 beschrieben analysiert.
Für eine spezielle Art der Pulsfeldgelelektrophorese zur Aufreinigung von DNAs aus
Bodenproben siehe C.7.3.
C.2.3 SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese zur Auftrennung von Proteinen
Zur Auftrennung von Proteinproben wurden 10 bzw. 12%ige Tricin-SDS-Polyacrylamidgele
verwendet (Schägger & von Jagow, 1987). Vor dem Auftragen auf das Gel wurden die
Proteinproben mit 2,5 x RotiLoad SDS-Probenpuffer (Roth) versetzt. Eine Denaturierung bei
95 °C für fünf Minuten wurde nur bei komplexen Proben wie z.B. Rohextrakten von
Zellaufschlüssen durchgeführt, da der verwendete Probenpuffer dies ansonsten nicht
erforderte. Die elektrophoretische Auftrennung fand bei 100 Volt statt. Anschließend wurden
die Proteinbanden mit kolloidalem Coomassie Brilliant Blue (Roth) über Nacht gefärbt und für
zweimal 15 Minuten in deionisiertem Wasser entfärbt.
C.3 Isolierung von DNA
C.3.1 Isolierung von DNA-Fragmenten aus Agarosegelen
Sollten DNA-Fragmente aus Agarosegelen isoliert werden, wurde das Gel nach dem Färben
mit Ethidiumbromid nur kurz bei einer Wellenlänge von 312 nm analysiert. Dabei wurde das
Gelstück mit dem in Frage kommenden DNA-Fragment mit einem Skalpell ausgeschnitten
und bis zu seiner weiteren Verwendung bei -20 °C gelagert.
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C.3.1.1 Isolierung von DNA-Fragmenten aus Agarosegelen mit der
Natriumiodid/Glasmilch-Methode
Für die Isolierung von DNA-Fragmenten aus Agarosegelstücken wurde der GeneClean II-Kit
(Q-BIOgene) verwendet.
Hierfür wurde das DNA-enthaltende Gelstück gewogen und das dreifache seines Gewicht an
Natriumiodid (w/v) zugegeben. Anschließend wurde das Gelstück bei 55 °C vollständig
aufgeschmolzen. Durch Zugabe von 10 µl Glasmilch und einer Inkubation für 15 Minuten bei
Zimmertemperatur unter häufiger Durchmischung wurde die im Gel enthaltene DNA
gebunden. Nach der Sedimentierung der Glasmilch durch Zentrifugation wurde diese dreimal
mit New Wash Buffer gewaschen. Nach dem letzten Schritt wurde die Glasmilch für 10
Minuten bei 60 °C getrocknet. Die Elution der DNA erfolgte durch Resuspendierung der
Glasmilch in 20 µl 70 °C warmem HPLC-Wasser und einer Inkubation für fünf Minuten bei
Zimmertemperatur. Nach der anschließenden Sedimentierung der Glasmilch konnte der
DNA-haltige Überstand abgenommen werden.
Seine Lagerung erfolgte bei 4 °C.
C.3.1.2 Isolierung von DNA-Fragmenten aus Agarosegelen mit Schleudersäulchen
Die Isolierung niedermolekularer DNA-Fragmente (< 1500 bp, PCR-Produkte) aus
Agarosegelen wurde mit Ultrafree-DA-Schleudersäulchen (Millipore) nach Angaben des
Herstellers durchgeführt. Anschließend wurde die erhaltene DNA zur Erhöhung ihrer
Konzentration durch Zugabe von 1/10 Volumen 3 M Natriumacetat und einem Volumen
Isopropanol gefällt und mit 70%igem Ethanol gewaschen. Das DNA-Sediment wurde in 15 µl
bi-deionisiertem Wasser aufgenommen und bei -20 °C gelagert.
C.3.2 Isolierung von genomischer DNA für PCR aus Bodenproben
Um schnell „PCR-reine“ genomische DNA aus Bodenproben aufzuarbeiten wurde der
FastDNA SPIN Kit for Soil (Q-BIOgene) zusammen mit dem FastPrep Instrument verwendet.
Eingesetzt wurden jeweils 500 mg der Bodenprobe. Die Aufarbeitung wurde entsprechend
dem Protokoll des Herstellers durchgeführt, allerdings wurde die DNA am Ende in 50 µl
HPLC-Wasser eluiert.
Gelagert wurde die DNA-Lösung enweder bei 4 °C oder -20 °C.
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C.3.3 Isolierung von Plasmiden bzw. Fosmiden aus Kulturen von E. coli
C.3.3.1 Isolierung von Plasmid-DNA aus E. coli-Einzelklonen
Für die Isolierung von Plasmid-DNA aus E. coli-Zellen wurde ein Einzelklon in 6 ml LB-
Flüssigmedium mit dem entsprechenden Antibiotikum über Nacht bei 37 °C schüttelnd
angezogen. Nach der Sedimentierung der Zellen wurden die Plasmide mit dem Concert
Rapid Plasmid Miniprep-Kit (Gibco) isoliert. Die Elution der Plasmid-DNA erfolgte mit 50 µl
70 °C warmem HPLC-Wasser.
Gelagert wurde die DNA-Lösung bei -20 °C.
C.3.3.2 Isolierung von Fosmid-DNA aus E. coli-Einzelklonen
Für die Isolierung von Fosmiden aus E. coli wurde das während der Diplomarbeit (Treusch,
2000) für die Cosmid-Isolierung etablierte Protokoll verwendet. Es handelt sich um ein
speziell modifiziertes Plasmid Mini Protocol (Qiagen).
Dazu wurde ein Einzelklon in 10 ml LB-Flüssigmedium mit 12,5 µg/ml Chloramphenicol
angeimpft und über Nacht schüttelnd bei 28 °C inkubiert. Nach der Sedimentierung wurden
die Zellen in 500 µl Puffer P1 resuspendiert und in 2 ml Reaktionsgefäße überführt. Die
Zelllyse wurde durch Zugabe von 500 µl Puffer P2 und anschließender Inkubation für
5 Minuten bei Zimmertemperatur durchgeführt. Anschließend wurde 500 µl Puffer P3
zugegeben und der Ansatz 10 Minuten auf Eis inkubiert. Nach der Sedimentierung der
Zelltrümmer für 15 Minuten bei 15.000 rpm und 4 °C wurden der Überstand auf ein
äquilibriertes tip 20-Tropfsäulchen gegeben. Anschließend wurden diese mit insgesamt 4 ml
QC-Waschpuffer gewaschen. Die Fosmid-DNA wurde mit 800 µl 70 °C warmem QF-
Elutionspuffer eluiert und anschließend mit Isopropanol gefällt. Das Sediment wurde in 20 µl
HPLC-Wasser aufgenommen und bei 4 °C gelagert.
Die isolierten Fosmid-DNAs wurden auf Agarosegelen elektrophoretisch untersucht.
C.3.3.3 Isolierung hochreiner Fosmid-DNA aus E. coli-Einzelklonen mit dem Qiagen
Plasmid Midi-Kit und Doppelacetatfällung
Für die Herstellung von Subbanken von einzelnen Fosmiden bzw. die Sequenzierung der
randständigen DNA von Fosmid-Inserts wurde isolierte Fosmid-DNA benötigt, bei der die
chromosomale DNA von E. coli stark abgereichert war. Hierzu wurde ein speziell etabliertes
Protokoll verwendet, das auf dem des Plasmid Midi Kit (Qiagen) beruhte und um einen
Fällungsschritt mit Kaliumacetat erweitert wurde.
Die benötigte Zellmasse wurde durch Animpfen des betreffenden Klons in 500 ml LB-
Flüssigmedium mit 12,5 µg/ml Chloramphenicol und der Inkubation bei 28 °C unter Schütteln
bei 220 rpm über Nacht erzeugt. Nach der Sedimentation der Kultur bei 6.000 rpm und 4 °C
für 15 Minuten (GSA-Rotor, Sorvall) wurden die Zellen in 20 ml Puffer P1 ohne RNase
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resuspendiert. Durch Zugabe von 20 ml Lysispuffer P2 und Inkubation für 5 Minuten bei
Zimmertemperatur wurden die Zellen aufgeschlossen. Die Zugabe von 20 ml Puffer P3
stoppte die Lyse. Nach einer Inkubation für 30 Minuten auf Eis wurde der Überstand
zweimal, für 30 bzw. 15 Minuten, bei 12.000 rpm und 4 °C im GSA-Rotor abzentrifugiert.
Anschließend wurde die DNA mit 42 ml Isopropanol gefällt und bei 10000 rpm und 4 °C für
30 Minuten im GSA-Rotor sedimentiert. Das erhaltene Sediment wurde kurz angetrocknet
und in 2 ml TE50 (10 mM Tris, 50 mM EDTA, pH 8) aufgenommen und gut gelöst. Der
entscheidende Schritt des Protokolls war die anschließende Zugabe von 1 ml 7,5 M
Kaliumacetat-Lösung und die Inkubation des Gemisches bei -80 °C für 30 Minuten. Nach
dem Auftauen wurde direkt für 10 Minuten bei 6.000 rpm und 4 °C abzentrifugiert. Der
Überstand wurde mit QBT-Puffer auf ein Gesamtvolumen von 10 ml aufgefüllt und auf eine
äquilibrierte tip 100 Säule (Qiagen) gegeben. Diese wurde zweimal mit je 10 ml Puffer QC
gewaschen und die DNA mit 5 ml 70 °C warmem QF-Puffer eluiert. Die Fällung der DNA
erfolgte in 30 ml Corex-Röhrchen durch Zugabe von 2 Volumen 100% Ethanol (-20 °C kalt)
und Zentrifugation bei 10.000 rpm und 4 °C im SS-34-Rotor (Sorvall). Nach dem Waschen
des Sediments mit 70%igem Ethanol und seiner Trocknung wurde es in 100 µl TE mit RNase
(10 mM Tris, 1 mM EDTA, 10 µg/ml RNase A) aufgenommen und als „1.Eluat“ verwahrt. Ein
anschließendes kräftiges Durchspülen des Röhrchens mit weiteren 100 µl TE mit RNase
führte zu einem „2.Eluat“ mit geringerer DNA-Konzentration.
Beide „Eluate“ wurden durch Agarosegele elektrophoretisch analysiert. Die Lagerung der
DNA-Lösungen erfolgt bei 4 °C.
C.4 Amplifizierung von DNA-Fragmenten mittels Polymerase-Kettenreaktion
Für die Amplifizierung von DNA-Fragmenten wurde die Polymerase-Kettenreaktion (Mullis,
1986) verwendet. Für jedes der verwendeten Oligonukleotid-Paare (primer) wurden die
optimalen Bedingungen etabliert und für alle weiteren Versuche beibehalten. Als
Positivkontrollen dienten entweder genomische DNAs von Organismen die das zu
amplifizierende Gen enthielten, oder bereits in Vektoren kloniert vorliegende Gene des
gesuchten Typs. Es wurde immer ein Ansatz ohne Matrize und eventuell einer mit
genomischer DNA eines Organismus auf dem die primer kein Amplifikat liefern sollten als
Negativkontrollen gemacht. Alle PCR-Reaktionen wurden in einer TGradient-PCR-Maschine
(Biometra) durchgeführt.
C.4.1 Amplifizierung von ribosomalen RNA-Genen durch PCR
Um Diversitätsstudien durchführen zu können, wurden die Gene der 16S bzw. 23S rRNA von
verschiedenen Gruppen von Organismen durch PCR amplifiziert. Weiterhin diente diese
Technik zum Auffinden von phylogenetisch zuordenbaren Genomfragmenten in den
erstellten Metagenom-Genbanken.
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C.4.1.1 Amplifizierung von 16S rRNA-Genen mittels PCR
Es wurden die 16S rRNA-Gene von verschiedenen Organismengruppen amplifiziert:
Archaea, Bakterien und Streptomyceten. Die Spezifität der als primer verwendeten
Oligonukleotide wurde durch ihre Bindeposition auf der 16S rDNA bzw. durch die bei der
gewünschten Organismengruppe passende Basenabfolge determiniert.
C.4.1.1.1 Amplifizierung von archaealen 16S rRNA-Genen mittels PCR
Hierbei sollten alle in einer Probe vorhandenen archaealen 16S rRNA-Gene (eury- und
crenarchaeal) amplifiziert werden. Deshalb wurden die aus der Literatur als universell
archaeale primer bekannten Oligonukleotide Arch20F und Arch958R (DeLong et al., 1992)
verwendet um ein ca. 940 bp langes Fragment des 16S rRNA-Gens zu amplifizieren.
Der PCR-Ansatz wurde wie folgt zusammengestellt:
10-fach Opti-Puffer 5 µl
MgCl2 2 mM
Desoxynukleosidtriphosphate 0,2 mM
Arch20F/Arch958R je 20 pmol
DApGoldStar-Polymerase 1,25 U
DNA-Matrize 1 µl
HPLC-Wasser ad 50 µl
Für die Amplifizierung wurde folgendes Programm verwendet:
Denaturierung: 95 °C 5 min
Amplifizierung (28 - 38 Zyklen): 95 °C 30 sec
54 °C 45 sec
72 °C 1 min bzw. 1 min 30 sec
Verlängerung: 72 °C 10 min
C.4.1.1.2 Amplifizierung von bakteriellen 16S rRNA-Genen mittels PCR
Für die Amplifizierung von bakteriellen 16S rRNA-Genen wurde das Oligonukleotid-Paar
Univ27F und Univ1390R (DeLong et al., 1992, Reysenbach et al., 1995) als pr imer
verwendet. Das dabei entstehende Produkt sollte eine Länge von ca. 1.350 bp haben. Die
Zusammenstellung des PCR-Ansatzes (außer den primern) sowie das zur Amplifizierung
verwendete Programm entsprechen denen unter C.4.1.1.1 beschriebenen.
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C.4.1.1.3 Amplifizierung von 16S rRNA-Genen von Streptomyceten mittels PCR
C.4.1.1.3.1 Amplifizierung von 16S rRNA-Genen von Streptomyceten mit dem
Oligonukleotid-Paar StrepB und StrepF
Um die 16S rRNA-Gene von Streptomyceten zu amplifizieren wurde das Oligonukleotid-Paar
StrepB und StrepF (Rintala et al., 2001) verwendet. Das erwartete Produkt sollte eine Länge
von 1.074 bp haben.
Ansatz:
10-fach Opti-Puffer 5 µl
MgCl2 2 mM
Desoxynukleosidtriphosphate 0,2 mM
StrepB/StrepF je 20 pmol
DApGoldStar-Polymerase 1,25 U
DNA-Matrize 1 µl
HPLC-Wasser ad 50 µl
Programm:
Denaturierung: 95 °C 5 min
Amplifizierung (30 Zyklen): 95 °C 45 sec
58 °C 40 sec
72 °C 2 min
Verlängerung: 72 °C 10 min
C.4.1.1.3.2 Amplifizierung von 16S rRNA-Genen von Streptomyceten mit dem
Oligonukleotid-Paar Strep230F und Strep1445R
Mit Hilfe des Programms ARB (siehe C.11.2) und den dort vorhandenen 16S rRNA-Daten
der Gruppe Streptomyces wurde das Oligonukleotid-Paar Strep230F und Strep1445R
abgeleitet. Bei Verwendung des Oligonukleotid-Paares als primer in PCR-Reaktionen sollte
ein Produkt mit ca. 1.215 bp Länge entstehen. Die Zusammenstellung des PCR-Ansatzes
(außer den primern) sowie das zur Amplifizierung verwendete Programm entsprechen denen
unter C.4.1.1.1 beschriebenen.
C.4.1.2 Amplifizierung von archaealen 23S rRNA-Genen mittels PCR
Um archaeale 23S rRNA-Gene zu amplifizieren wurde das aus der Literatur bekannte
Oligonukleotid-Paar LS177F und LS2445a-R verwendet (Beja, 2000b). Das dabei
entstehende Produkt sollte eine Länge von ca. 2.270 bp haben.
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Ansatz:
10-fach Opti-Puffer 5 µl
MgCl2 2 mM
Desoxynukleosidtriphosphate 0,2 mM
LS177F/LS2445a-R je 50 pmol
DApGoldStar-Polymerase 1,25 U
DNA-Matrize 1 µl
HPLC-Wasser ad 50 µl
Programm:
Denaturierung: 95 °C 5 min
Amplifizierung (32 Zyklen): 95 °C 30 sec
48 °C 45 sec
72 °C 3 min
Verlängerung: 72 °C 10 min
C.4.2 Identifizierung von E. coli-Transformanten über „Kolonie“-PCR
Die sogenannte „Kolonie“-PCR wurde zur schnellen Überprüfung einer größeren Anzahl von
E. coli-Transformanten auf rekombinante Plasmide verwendet. Dabei wurden die
vektorspezifischen Oligonukleotide M13fwd(-20) und M13rev als primer eingesetzt, die
flankierend zur multiple cloning site (MCS) des pCR-Blunt II TOPO-Vektors binden können.
Im Falle einer erfolgreichen Klonierung sollte ein, im Vergleich zum klonierten DNA-
Fragment, 165 bp längeres PCR-Produkt entstehen.
Zu untersuchende Klone wurden direkt von der Agarplatte mittels steriler Zahnstocher in den
PCR-Reaktionsansatz überführt und parallel auf einer LB-Agarplatte mit 50 µg/ml Kanamycin
angeimpft.
Ansatz:
10-fach Opti-Puffer 2 µl
MgCl2 2 mM
Desoxynukleosidtriphosphate 0,2 mM
M13fwd(-20)/M13rev je 20 pmol
DApGoldStar-Polymerase 0,5 U
HPLC-Wasser ad 20 µl
mit Zahnstochern gepickte Klone als DNA-Matrize
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Programm:
Denaturierung: 94 °C 5 min
Amplifizierung (36 Zyklen): 94 °C 45 sec
52 °C 1 min
72 °C 2 min
Verlängerung: 72 °C 10 min
C.5 Klonierung von PCR-Produkten in Plasmidvektoren
Für die Klonierung von, mit DAP-Polymerase hergestellten, PCR-Produkten wurde der Zero
Blunt TOPO PCR Cloning Kit (Invitrogen) verwendet. Der 3519 bp große pCR-Blunt II
TOPO-Vektor trägt neben einem pUC Replikationsursprung und den Genen für Kanamycin-
und Zeocin-Resistenz auch ein lacZα-ccdB-Fusionsgen, das als „Selbstmordgen“ die
Selektion ermöglicht. Die Besonderheit des Vektors sind die an seine glatten Enden
gebundenen Topoisomerasen, durch die eine schnelle Ligation von DNA-Fragmenten
ermöglicht wird.
C.5.1 Ligation
PCR-Produkte wurden direkt oder nach Reinigung über Agarosegele und Gelextraktion in
den pCR-Blunt II TOPO-Vektor ligiert.
Für die Ligation wurden die vom Hersteller empfohlenen Ansätze halbiert:
Salt Solution 0,5 µl
pCR-Blunt II TOPO-Vektor 0,5 µl
(gereinigtes) PCR-Produkt 2 µl
Die Ligation erfolgte während einer 30-minütigen Inkubation bei Zimmertemperatur.
C.5.2 Transformation
Für die Transformation wurde der komplette Ligationsansatz zur Hälfte der vom Hersteller
empfohlenen Menge an chemisch kompetenten E. coli OneShot TOP10-Zellen gegeben.
Nach Inkubation für 30 Minuten auf Eis erfolgte die Transformation durch einen 30-
sekündigen Hitzeschock bei 42 °C. Anschließend wurden die Zellen schüttelnd in 250 µl
SOC-Flüssigmedium für eine Stunde regeneriert. Verschiedene Verdünnungen wurden auf
LB-Agarplatten mit 50 µg/ml Kanamycin plattiert. Die Inkubation der Agarplatten erfolgte über
Nacht bei 37 °C.
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C.6 DNA-Sequenzbestimmung
Die DNA-Sequenzbestimmung wurde je nach Art und Menge der zu bestimmenden
Sequenzen auf verschiedene Weisen mit Geräten unterschiedlicher Hersteller durchgeführt.
Sie erfolgte allerdings immer mit Protokollen die auf der Kettenabbruchmethode nach Sanger
et al. (1977) beruhten.
C.6.1 DNA-Sequenzbestimmung von archaealen 16S rRNA-Genen
Die DNA-Sequenzbestimmung, von im Rahmen der Diversitätsstudie (C.8.3) erhaltenen
Klonen mit archaealen 16S rRNA-Genen, erfolgte mit dem SequiTherm EXCEL II Long-Read
DNA Sequencing Kit (Epicentre Technologies) auf einem Li-Cor DNA Sequencer 4000
(MWG Biotech).
Die Sequenz-Reaktionsmischung wurde wie folgt zusammengestellt:
3,5-fach Sequenzierungspuffer 3,6 µl
M-20-universal primer (IRD 800 markiert) 2 pmol
DNA-Matrize 3,4 µl
SequiTherm EXCEL II DNA Polymerase 2,5 U
Anschließend wurden von dieser Mischung jeweils 2 µl auf die vorgelegten je 1 µl der
Terminationsmischungen für A, C, G und T verteilt. Nach der Überschichtung mit Mineralöl
wurde die Cycle Sequencing Reaktion in einer Omn-E PCR-Maschine (Hybaid) nach
folgendem Protokoll durchgeführt:
Denaturierung: 95 °C 5 min
Cycle Sequencing (36 Zyklen): 95 °C 30 sec
54 °C 30 sec
70 °C 1 min 30 sec
Nach Beendigung der Sequenzierungsreaktion wurden die Ansätze mit je 1,5 µl Stoppuffer
versetzt. Im Anschluß an eine Denaturierung der Ansätze bei 90 °C für 3 Minuten erfolgte
ihre Auftrennung auf einem 6%igen denaturierenden Polyacrylamidgel. Das Gel setzte sich
aus folgenden Komponenten zusammen:
Harnstoff 25 g
Bi-deionisiertes Wasser 21 ml
10-fach TBE 5 ml
Long Ranger 5 ml
TEMED 35 µl
APS (0,1 g/ml) 250 µl
Die Auftrennung der Ansätze erfolgte bei einer Leistung von 35 Watt, wobei Spannung und
Stromstärke auf 1.500 V bzw. 35 mA maximiert waren.
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Die von einem Rechner aufgezeichneten Daten wurden manuell nachkorrigiert und
anschließend bioinformatisch ausgewertet.
C.6.2 DNA-Sequenzbestimmung von bakteriellen 16S rRNA-Genen
Von den im Rahmen der Diversitätsstudie (C.8.3) erhaltenen Klonen mit bakteriellen 16S
rRNA-Genen wurden die DNA-Sequenzen in Kooperation mit der Firma BRAIN
(Zwingenberg) auf dem dortigen ABI Prism 310 DNA-Sequenzierer nach den dort
verwendeten Protokollen bestimmt.
C.6.3 DNA-Sequenzbestimmung von Fosmid-Einzelklonen
Um die DNA-Sequenzen der 35-45 kb großen Fosmid-Einzelklone bestimmen zu können,
mussten erst shotgun-Subbanken von diesen hergestellt werden (siehe C.9.5). Die Isolation
der Plasmid-DNAs der Subbank-Klone wurde im Labor von Stephan Schuster (MPI
Tübingen) durchgeführt. Ebenfalls dort wurden deren Sequenzen auf ABI 3700 Kapillar-
DNA-Sequenzierern nach den in diesem Labor verwendeten Protokollen bestimmt. Nach
einer bioinformatischen Assemblierung der erhaltenen Sequenzen wurden eventuell
vorhandene Lücken mittels primer-walking geschlossen. Dafür wurden von der vorhandenen
Sequenz abgeleitete Oligonukleotide verwendet.
C.6.4 DNA-Sequenzbestimmung von randständigen Bereichen von Fosmid-
Einzelklonen (Endsequenzen)
Diese Art der DNA-Sequenzierung hatte zwei unterschiedliche Intentionen: anfänglich
dienten relativ wenige Endsequenzen von Fosmid-Einzelklonen einer Überprüfung der
Integrität der Genbanken und einem ersten Eindruck über die Zusammensetzung der
klonierten DNA (siehe auch C.8.2). Später sollten durch die Erstellung einer großen Anzahl
an Endsequenzen interessante Klone in den Genbanken identifiziert werden (siehe auch
C.10).
C.6.4.1 Bestimmung von Endsequenzen zur Überprüfung der Integrität der Genbanken
Diese Arbeiten erfolgten ebenfalls mit dem SequiTherm EXCEL II Long-Read DNA
Sequencing Kit (Epicentre Technologies) auf einem Li-Cor DNA Sequencer 4000 (MWG
Biotech) mit einigen Abweichungen zu dem unter C.6.1 beschriebenen Protokoll.
Die Zusammenstellung der Sequenz-Reaktionsmischung wurde der veränderten Matrize
angepasst:
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3,5-fach Sequenzierungspuffer 7,2 µl
T7 primer (IRD 800 markiert) 20 pmol
DNA-Matrize 7,8 µl
SequiTherm EXCEL II DNA Polymerase 10 U
Entsprechend der geänderten Reaktionsmischung wurden von dieser auch jeweils 4 µl auf
die vorgelegten je 2 µl der Terminationsmischungen für A, C, G und T verteilt.
Ebenfalls angepasst wurde das Cycle Sequencing-Protokoll, das in einer TGradient-PCR-
Maschine (Biometra) durchgeführt wurde:
Denaturierung: 94 °C 5 min
Cycle Sequencing (40 Zyklen): 94 °C 45 sec
54 °C 30 sec
72 °C 2 min
Nach Beendigung des Programms wurden die Ansätze mit je 3 µl Stoppuffer versetzt.
Die Auftrennung der Ansätze erfolgte entsprechend dem Protokoll unter C.6.1.
C.6.4.2 Bestimmung von Endsequenzen zur Identifizierung von interessanten
Einzelklonen
Diese Arbeiten wurden im Labor von Stephan Schuster (MPI Tübingen) durchgeführt. Die
Isolation der Fosmid-DNAs und deren Sequenzierung auf ABI 3700 Kapillar-DNA-
Sequenzierern erfolgte nach den dort verwendeten Protokollen. Es wurden bei allen
untersuchten Klonen jeweils beide Endsequenzen (forward und revers) unter Benutzung des
prCLyEpiFOS- bzw. T7 Promotor-primers bestimmt.
C.7 Herstellung von Metagenom-Genbanken aus Bodenhabitaten
C.7.1 Probenentnahme
Die Bodenprobe RUD wurde am 4.4.2001 aus Rotböll bei Darmstadt (Südhessen)
genommen. Dies geschah mit Hilfe eines Probennehmers, der es erlaubte selektiv die
Bodenschichten bis zu einer Tiefe von 10 Zentimetern abzunehmen. Die Lagerung bis zur
Verwendung erfolgte bei 4 °C.
C.7.2 Isolierung von hochmolekularer Metagenom-DNA aus der Bodenprobe RUD
Für die Isolierung hochmolekularer Metagenom-DNA aus der Bodenprobe RUD wurde das
während der Diplomarbeit etablierte Protokoll verwendet (Treusch, 2000), das auf Basis
einer Methode nach Zhou et al. (1996) entwickelt worden war. Die bei der jetzt
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durchgeführten DNA-Isolierung verwendeten Abänderungen dienten der Steigerung der
Menge an isolierter DNA sowie einer optimierten Durchführbarkeit.
Es wurde ein Kilogramm Erde in 2,5 Liter 100 mM Tris-HCl (pH 7,2) verteilt auf zehn
Erlenmeyerkolben über Nacht bei 4 °C geschüttelt. Diese Erdsuspension wurde
anschließend für 15 Minuten bei 4 °C sedimentieren gelassen. Der Überstand wurde durch
ein Teesieb abgegossen. Zur Abtrennung von schweren Bodenbestandteilen wurde er auf
GS-3 Zentrifugenbecher (Sorvall) verteilt und bei 1.000 rpm und 4 °C für 15 Minuten
zentrifugiert.
Der erhaltene 1.000 rpm-Überstand wurde in frische GS-3 Zentrifugenbecher überführt. Die
Herstellung der Mikrobenfraktion erfolgte durch Zentrifugation bei 8.000 rpm und 4 °C für 45
Minuten. Die erhaltenen Sedimente wurden in insgesamt 140 ml 1-fach DNA-
Extraktionspuffer nach Zhou et al. (1996) (100 mM Tris-HCl [pH 8], 100 mM Natrium-EDTA
[pH 8], 100 mM Natrium-Phosphat Puffer [pH 8], 1,5 M Natriumchlorid, 1%
Cetyltrimethylammoniumbromid [CTAB]) resuspendiert und in einem GSA Zentrifugenbecher
vereinigt.
Die Zelllyse wurde durch Zugabe von Proteinase K bis zu einer Konzentration von 150 µg/ml
gestartet. Die anschließende Inkubation für 1 Stunde 20 Minuten erfolgte bei 40 °C unter
langsamem Drehen in einem Hybridisierungsofen. Danach wurde SDS bis zu einer
Endkonzentration von 2% zugegeben und der Ansatz für 2 Stunden bei 65 °C in einem
Wasserbad inkubiert. Eine Durchmischung erfolgte alle 15 Minuten durch vorsichtiges
Invertieren. Um die groben Bestandteile zu sedimentieren, wurde der Ansatz im Anschluss
15 Minuten bei 6.000 rpm und 4 °C zentrifugiert.
Zur Abtrennung der Proteine und der durch das CTAB gebundenen Polysaccharide wurde
der Überstand (135 ml) auf sechs 50 ml Schraubkappenröhrchen (Falcon) verteilt und mit
einem Volumen Chloroform/Isoamylalkohol (24:1) extrahiert. Um die Phasen zu trennen
wurde 10 Minuten bei 4.000 rpm und 4 °C zentrifugiert und der wässrige Überstand (120 ml)
in ein GSA Zentrifugenbecher überführt. Die Fällung der DNA erfolgte durch Zugabe von 100
ml Isopropanol und anschließender Zentrifugation für 30 Minuten bei 10.000 rpm und 4 °C.
Der Überstand wurde verworfen und das Sediment mit eiskaltem Ethanol (70%) gewaschen.
Nach einem erneuten Zentrifugationsschritt bei 10.000 rpm und 4 °C für 15 Minuten wurde
der Überstand verworfen und das Sediment getrocknet.
Das erhaltene, noch sehr stark salzige Sediment wurde in 3 ml TE bei 4 °C über Nacht
resuspendieren lassen. Um letzte Reste des Sediments in Lösung zu bringen, wurde es am
nächsten Tag bei 37 °C vorsichtig geschwenkt.
Eine Analyse der aufgearbeiteten DNA erfolgte mittels Agarosegelelektrophorese.
Um die durch den Extraktionspuffer eingebrachten hohen Salzmengen zu entfernen, wurde
das Volumen der DNA-Lösung erst auf ca. 38 ml erhöht und diese dann über Nacht gegen 5
Liter TE dialysiert. Anschließend wurden 10 ml der DNA-Lösung in 2 ml Vivaspin 50.000
MWCO-Säulchen (Vivascience) auf ein Volumen von ca. 1 ml eingeengt.
Eine erneute elektrophoretische Analyse der DNA erfolgte auf einem Agarosegel.
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C.7.3 Aufreinigung und Größenselektion von hochmolekularer Metagenom-DNA
mittels Gelelektrophorese
Um die noch durch Huminsäuren verunreinigte, braun gefärbte DNA-Lösung weiter zu
reinigen wurde eine spezielle Gelelektrophorese durchgeführt. Dabei handelte es sich um
eine weiterentwickelte Variante der während der Diplomarbeit entwickelten Reinigung
(Treusch, 2000), die anstatt zweier getrennter Agarosegelelektrophoresen nur eine einzige
mit zwei unterschiedlichen Phasen verwendete (Quaiser et al., 2002).
Die erste Phase, die ca. 1/4 des Gels umfasste, bestand aus 1% Pulsfeldgelelektrophorese-
Agarose (SIGMA) und 2% Polyvinylpyrrolidon (PVP, Molekulargewicht 360.000, SIGMA).
Nach dem Erhärten der ersten Phase wurde das restliche Gel als zweite Phase mit 1% low
melting Agarose (SeaPlaque GTG, FMC) gegossen. Sowohl beim Gel- als auch beim
Laufpuffer handelte es sich um mit bi-deionisiertem Wasser angesetzten 0,5-fachen TAE-
Puffer.
Die mit Auftragspuffer versetzte DNA-Lösung wurde in einer speziellen Tasche mit erhöhtem
Volumen (ca. 1 ml) aufgetragen. Als Marker dienten der MidRange PFG Marker I (New
England Biolabs) und der Lambda-DNA/EcoRI/HindIII-Marker (MBI). Für die Elektrophorese
wurde eine Pulsfeldapparatur CHEF-DR II (BIORAD) verwendet. Die Laufbedingungen
wurden mit 200 V und graduell steigenden Pulszeiten von 0,1 bis 1 Sekunde für 18 Stunden
so gewählt, dass es zu einem Zusammenlaufen der DNA größer 40 kb in einer Kompression
in der Mitte der zweiten Phase des Gels kam.
Nach der Elektrophorese wurden die Ränder des Gels abgeschnitten und mit
Ethidiumbromid gefärbt. Die unter UV-Licht in den Rändern erkennbare Kompressionszone
der DNA bei ca. 40 kb wurde auf entsprechender Höhe im ungefärbten Mittelteil des Gels
ausgeschnitten. Anschließend wurden die Reste des mittleren Gelstücks ebenfalls gefärbt
und analysiert.
C.7.4 Isolierung von hochmolekularen DNA-Fragmenten aus Agarosegelen
Die Isolierung der hochmolekularen DNA-Fragmente aus dem low melting Agarosegel wurde
mit Hilfe des Enzyms GELase (Epicentre Technologies) durchgeführt.
Dazu wurde das Gelstück mit der DNA-Kompressionszone in vier gleich große Stücke
zerteilt, die in 2 ml Reaktionsgefäße eingewogen wurden. Nach der Zugabe von 1 µl 50-fach
GELase -Puffer pro 50 mg Gel wurden die Gelstücke bei 68 °C für 15 Minuten
aufgeschmolzen. Im Anschluß an eine 15-minütige Äquilibrierung bei 45 °C wurde 1 U
GELase pro 200 mg Gel zugegeben und 2 Stunden bei 45 °C inkubiert.
Um die Reaktion zu stoppen wurden die Ansätze auf Eis gestellt. Eine anschließende
Zentrifugation bei 10.000 rpm und 4 °C für 3 Minuten diente der Sedimentierung eventuell
noch vorhandener Gelreste.
Die erhaltenen 4,5 ml DNA-Lösung wurden mit einem 2 ml Vivaspin 100.000 MWCO-
Säulchen (Vivascience) auf 200 µl eingeengt, mit 2 ml TE gewaschen und erneut auf 200 µl
eingeengt.
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Nach der Bestimmung der DNA-Konzentration und der Fragmentgrößen durch
Agarosegelelektrophorese erfolgte die Lagerung, der ab jetzt mit RUD003 bezeichneten
Metagenom-DNA, bei 4 °C.
C.7.5 Klonierung von hochmolekularen Metagenom-DNAs in Fosmid-Vektoren
Für die Klonierung von aufgearbeiteten Metagenom-DNAs aus Bodenproben wurde der
EpiFos Fosmid Library Production Kit (Epicentre Technologies) verwendet. Hierbei handelt
es sich primär um den 7.518 bp großen Fosmid-Vektor pEpiFOS-5 (Abb. 4) der, neben
einem vom E. coli F-Faktor abgeleiteten Replikationsursprung und einem Chloramphenicol-
Resistenzgen für die Selektion, auch cos-Sequenzen zur in vitro-Verpackung in Lambda-
Phagenköpfe trägt. Vorteilhaft an diesem Vektorsystem ist, dass es zu einer Klonierung über
glatte Enden (blunt end cloning) der DNA kommt. Somit werden partielle Restriktionen der zu
klonierenden DNA vermieden, die zu einer unbeabsichtigten Selektion führen könnten. Mit
einer Aufnahmekapazität von 35 - 45 kb, einer Kopienzahl von einem Molekül pro Zelle und
der dank Verpackung in Phagenköpfe hohen Klonierungseffizienz stellt dieses Vektorsystem
einen guten Kompromiss zwischen Größe der klonierten Fragmente und deren Stabilität in
der Zelle dar.
Abbildung 4: Karte des Fosmid-Vektors pEpiFos-5. Wichtige Elemente dienen der Replikation (ori2, repE), der
Kopienzahlkontrolle (parA-C), der Selektion (Chloramphenicol-Resistenzgen ChlR) sowie der in vitro-Verpackung
in Phagenköpfe (cos-Region). Der Vektor wurde mit dem Enzym Eco72 I linearisiert geliefert, womit seine
Klonierungsstelle glatte Enden hatte (Quelle: Epicentre).
Die Klonierungen wurden größtenteils entsprechend dem beiliegenden Protokoll
durchgeführt, wobei einige Punkte aber abgewandelt wurden.
Kloniert wurden folgende DNAs:
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 RUD003: aufgearbeitet wie oben beschrieben, DNA-Konzentration ca. 50 ng/µl
 S247: Metagenom-DNA aus einem Graslandboden, aufgearbeitet durch Robert
Pieper und Bernd Köhler (BRAIN AG) wie unter (Treusch et al., 2004) beschrieben,
DNA-Konzentration ca. 50 ng/µl
 S248: Metagenom-DNA aus einem Waldboden, aufgearbeitet durch Robert Pieper
und Bernd Köhler (BRAIN AG) wie unter (Treusch et al., 2004) beschrieben, DNA-
Konzentration ca. 100 ng/µl
Für nähere Angaben zu den Habitaten siehe Ergebnisse Abschnitt D.1.
C.7.5.1 Präparation der DNA-Enden
Um die DNA in den an der Eco72I-Restriktionsschnittstelle linearisierten und
dephosphorylierten Vektor klonieren zu können, mussten die Enden der Fragmente
modifiziert werden. Dazu wurde der im Kit enthaltene End-Repair Enzyme Mix verwendet,
wobei die enthaltene T4 DNA-Polymerase die Aufgabe hatte die Enden der DNA zu glätten
welche die T4 Polynukleotid-Kinase anschließend phosphorylierte.
Die Modifizierungsansätze wurden wie folgend dargestellt auf Eis in 1,5 ml
Reaktionsgefäßen zusammenpipettiert:
Ansatz RUD003 S247 S248
10 x End-Repair Buffer 8 µl 8 µl 4 µl
2,5 mM dNTP-Mix 8 µl 8 µl 4 µl
10 mM ATP 8 µl 8 µl 4 µl
DNA-Lösung 52 µl 40 µl 15 µl
Bi-deion. Wasser - 12 µl 11 µl
End-Repair Enzyme Mix 4 µl 4 µl 2 µl
Gesamt 80 µl 80 µl 40 µl
Anschließend erfolgte während einer Inkubation bei Zimmertemperatur (22 °C) für
45 Minuten die Modifizierungsreaktion. Um die Reaktion abzustoppen wurden die Enzyme
für 10 Minuten bei 70 °C im Wasserbad inaktiviert.
Zur Abtrennung der Proteine und des Puffers der Modifizierungsreaktion wurde im Anschluss
eine Phenolextraktion durchgeführt. Dabei wurden zu den Ansätzen je 1/10 Volumen 3 M
Natriumacetat (pH 5,2) gegeben und mit einem Volumen Phenol/Chloroform/Isoamylalkohol
(25:24:1) extrahiert. In einem weiteren Schritt wurde restliches Phenol aus der wässrigen
Phase mit einem Volumen Chloroform/Isoamylalkohol (24:1) extrahiert. Die DNAs wurden
durch Zugabe von einem Volumen Isopropanol gefällt und die Sedimente in je 25 µl TE
vorsichtig resuspendiert. Dadurch wurden DNA-Konzentrationen von ca. 100 ng/µl (RUD,
S248) bzw. 80 ng/µl (S247) bei einer Gesamt-DNA-Menge von je 2,5 µg bzw. 2 µg
eingestellt.
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C.7.5.2 Ligation
Die Ligation wurde bei allen drei modifizierten DNAs identisch durchgeführt, wobei jeweils
ein Verhältnis von Vektor- zu Insert-Menge von 250 ng zu 1.000 ng (S247: 250 ng zu 800
ng) gewählt wurde. Folgend ist die genaue Zusammensetzung der Ligationsansätze
dargestellt:
10 x Fast-Link Ligation Buffer 2 µl
10 mM ATP 1 µl
pEpiFOS-5 Vektor (500 ng/µl) 0,5 µl
DNA-Lösung (100 ng/µl) 10 µl
HPLC-Wasser 5,5 µl
Fast-Link DNA-Ligase 1 µl
Gesamt 20 µl
Die Ligation erfolgte während einer zweistündigen Inkubation bei Zimmertemperatur (22 °C).
Anschließend wurde die Ligase für 10 Minuten bei 70 °C inaktiviert. Die Ligationsansätze
wurden bei -20 °C bis zu ihrer Verwendung gelagert.
C.7.5.3 Verpackung der Ligationsansätze
Für die in vitro-Verpackung wurden MaxPlax-Phagenextrakte (Epicentre Technologies)
verwendet. Dazu wurde die nötige Menge an Phagenextrakten bei Zimmertemperatur
aufgetaut und sofort mit Beginn des Auftauens auf Eis gestellt. Die Extrakte wurden halbiert
und es wurde jeweils 5 µl Ligationsansatz hinzugegeben. Gemischt wurde durch vorsichtiges
Rühren mit einer Pipettenspitze und anschließendem kurzem Abzentrifugieren. Während
einer 90-minütigen Inkubation bei 30 °C kam es zur Verpackung der DNA in die
Phagenköpfe. Je Verpackungsansatz wurden dann 500 µl SM-Phagenverdünnungspuffer
(50 mM Tris-HCl pH 7,5, 10 mM MgSO4, 100 mM NaCl, 0,01% Gelatine) und 25 µl
Chloroform zugegeben. Anschließend wurde durch Invertieren gemischt und durch eine
kurze Zentrifugation das Chloroform in einer unteren Phase vom Phagenüberstand
abgetrennt.
Erfolgte die Infektion von E. coli-Zellen gleich im Anschluss an die Verpackung, so wurden
die Phagenüberstände auf Eis gelagert. Eine Lagerung bei 4 °C für mehrere Wochen war
möglich, führte aber zu geringeren Ausbeuten.
Um die Ausbeuten zu erhöhen wurden von manchen Ligationsansätzen nur 3 µl für den
Verpackungsansatz verwendet.
C.7.5.4 Herstellung von E. coli EPI100-Magnesium-Kulturen
Um die E. coli-Zellen für eine Infektion mit den Phagenüberständen „kompetent“ zu machen,
mussten sie in Magnesium-haltigem Medium angezogen werden.
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Die Anzucht der E. coli EPI100-Magnesium-Kulturen erfolgte in 1 Liter Erlenmeyerkolben mit
100 ml LB-Flüssigmedium, welches mit 10 mM MgSO4 und 0,2% Maltose supplementiert
war. Angeimpft wurden je Anzucht immer zwei Kulturen, eine mit 20 µl und eine mit 180 µl
einer E. coli EPI100-Glycerinkonserve. Dies geschah um garantiert eine Kultur bei der
optimalen optischen Dichte (OD 600 nm) von 0,8 - 1,0 ernten zu können. Die Anzucht erfolgte
bei 37 °C unter kräftigem Schütteln bis zum Erreichen der optimalen OD in einer der
Kulturen. Danach wurde diese Kultur bei 4.000 rpm und 4 °C für 5 Minuten sedimentiert. Bei
der Resuspendierung in 10 mM MgSO4 wurde eine OD 600 nm von 3 eingestellt.
Die Magnesium-Kultur wurde bis zu ihrer Verwendung kurzfristig auf Eis gelagert. Es wurden
keine Kulturen die länger als ein paar Stunden gelagert worden waren verwendet.
C.7.5.5 Infektion und Ausplattierung der E. coli EPI100-Zellen
Die Infektion wurde in zwei Schritten durchgeführt: erst wurden die Phagenüberstände
„getitert“, anschließend erfolgte die Infektion mit dem kompletten restlichen
Phagenüberstand.
Für das Titern wurden je Phagenüberstand 5 - 10 Infektionsansätze durchgeführt. Dabei
wurden je 10 µl des Überstands zu 200 µl E. coli EPI100-Magnesium-Kultur gegeben und 30
Minuten bei Zimmertemperatur inkubiert. Nach Zugabe von 1 ml LB erfolgte die
Regeneration der Zellen bei 37 °C für eine Stunde. Anschliessend wurden die Zellen bei
13.000 rpm für 5 Minuten sedimentiert. Jedes Zellsediment wurde in 150 µl LB resuspendiert
und auf einer grossen (150 mm Durchmesser) LB-Chloramphenicol-Agarplatte (12,5 µg/ml
Chloramphenicol) plattiert.
Die Inkubation der Agarplatten erfolgte bei 37 °C für 16 bis 20 Stunden.
Nach Auswertung der Ergebnisse des Titerns wurden die Reste der Phagenüberstände
ebenfalls für die Infektion verwendet. Dabei wurde die Menge an verwendetem
Phagenüberstand so eingestellt, dass auf den Platten eine Kolonienzahl von 200 bis 250
erreicht wurde. Die restliche Vorgehesweise war entsprechend der oben beschriebenen.
C.7.6 Konservierung und Archivierung der Genbanken
Die Arbeiten zur Konservierung und Archivierung der Genbanken wurden entsprechend den
während der Diplomarbeit etablierten Protokollen durchgeführt (Treusch, 2000).
Alle hier beschriebenen Arbeiten mit der Genbank RUD003 wurden mit starker
Unterstützung durch Gabriele Liebing durchgeführt. Das Ablegen der Einzelklone wurde
großteils von den Hilfskräften Rita Bartossek und Lars Dolge vollbracht. Die Genbanken
S247 und S248 wurden bei der Firma BRAIN (Zwingenberg) konserviert und archiviert.
Um sterile Bedingungen zu gewährleisten wurden alle hier beschriebenen Arbeiten in
Sicherheitswerkbänken durchgeführt.
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C.7.6.1 Herstellung von Glycerinkonserven der Genbanken
Die Konservierung der Einzelklone der Genbanken erfolgte geordnet in 384er
Mikrotiterplatten (Genetix) in LB-Medium mit 7% Glycerin (10 g Trypton, 10 g NaCl, 5 g Hefe-
Extrakt, 70 g [w/v] Glycerin; ad 1.000 ml mit bideionisiertem Wasser; autoklaviert). Zur
Selektion wurde dem Medium 12,5 µg/ml Chloramphenicol zugesetzt. Jede Kavität der
Mikrotiterplatte wurde mit 60 µl Medium befüllt.
Zur Inokulation wurden Einzelkolonien von den Agarplatte mittels autoklavierter,
handelsüblicher Zahnstocher in die Kavitäten der Mikrotiterplatte transferiert. Dabei wurde je
Kavität nur eine Einzelkolonie angeimpft, die Kavität A1 oder A24 blieb dabei als
Kontaminationskontrolle ohne Inokulat. Die Zahnstocher wurden nur einmal verwendet.
Für die Inkubation wurden zwecks Verdunstungsschutzes ein bis fünf Mikrotiterplatten
zusammen in Frischhaltefolie oder Parafilm verpackt. Die Inkubation erfolgte für 18 bis 20
Stunden ohne Schütteln bei 37 °C.
Die Mikrotiterplatten wurden rasch bei -80 °C eingefroren und anschließend bei dieser
Temperatur auch gelagert.
Von diesen Originalen der Genbank wurden Arbeitskopien hergestellt, die für alle weiteren
Arbeiten verwendet wurden. Dies geschah mit Hilfe eines Stempels mit 384 Metallstiften, der
mit 70%igem Ethanol sterilisiert und anschließend abgeflammt wurde. Die zu duplizierende
Mikrotiterplatte wurde dafür direkt nach der Inkubation verwendet oder, falls sie schon
eingefroren war, vollständig bei Zimmertemperatur aufgetaut. Für die Arbeitskopien wurde
ebenfalls LB-Medium mit 7% Glycerin verwendet und die Inkubation erfolgte wie für die
Originale beschrieben.
C.7.6.2 Isolierung von Fosmid-DNA aus vereinigten E. coli-Klonen
Um interessante Klone in den Genbanken schnell identifizieren zu können, sollten Multiplex-
PCR-Techniken zur Anwendung kommen. Zur Generierung der so genannten DNA-Pools
wurden bei allen Genbanken von jeder Mikrotiterplatte die 384 Klone vereinigt und die
Fosmide mittels des Plasmid Midi Protocol (Qiagen) isoliert.
Dazu wurden die 384 Klone einer Mikrotiterplatte mittels des oben beschriebenen
Stempelverfahrens auf einer quadratischen LB-Chloramphenicol-Agarplatte angeimpft. Nach
der Inkubation bei 37 °C für 18 - 20 Stunden wurden die auf der Agarplatte gewachsenen
Klone mit LB-Flüssigmedium abgespült. Nach der Sedimentierung der Zellen bei 4.000 rpm
und 4 °C für 20 Minuten wurde das erhaltene Sediment in 4 ml Puffer 1 (Qiagen)
resuspendiert und bis zur weiteren Verwendung bei -20 °C gelagert.
Die Fosmid-Isolierung wurde durch Auftauen der Bakteriensuspension und Zugabe von 4 ml
Puffer 2 gestartet. Alle nachfolgenden Schritte wurden entsprechend dem Plasmid Midi
Protocol durchgeführt. Nach der Fällung der Fosmid-DNA mittels Isopropanol wurde das
getrocknete Sediment in 200 µl TE resuspendiert. Diese DNA-Lösung wurde als „1. Eluat“
aufbewahrt. Die Reste des DNA-Sediments wurde in 300 µl TE resuspendiert, welches als
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„2. Eluat“ bezeichnet wurde. Aufbewahrt wurden beide Eluate aller Mikrotiterplatten der
Genbanken entweder bei 4 °C oder -20 °C.
Beide Eluate aller DNA-Pools wurden auf Agarosegelen elektrophoretisch analysiert.
C.7.6.3 Herstellung von Filtern der Genbanken für Hybridisierungen mit DIG-
markierten Sonden
Für die Identifizierung von Einzelklonen in einer Mikrotiterplatte wurden Hybridisierungen mit
DIG-markierten Sonden durchgeführt. Dafür musste eine Kopie der entsprechenden
Mikrotiterplatte auf einer Membran hergestellt werden.
Eine positiv geladene Hybond Membran (Amersham) wurde dafür ohne Luftblasen auf ein
mit LB-Flüssigmedium getränktes Papier gelegt. Die 384 Klone der aufgetauten
Mikrotiterplatte wurden mit dem oben beschriebenen Stempelverfahren auf die Membran
aufgebracht. Anschließend wurde sie mit der beimpften Seite nach oben auf eine LB-
Chloramphenicol-Agarplatte gelegt und 18 - 20 Stunden bei 37 °C inkubiert.
Am nächsten Tag erfolgte die Behandlung der bewachsenen Membran wie folgt: die
Denaturierung erfolgte durch vierminütige Inkubation der Membran auf einem mit
Denaturierungslösung (0,5 M NaOH, 1,5 M NaCl) getränkten Papier bei Zimmertemperatur.
Danach wurde die Membran auf ein frisches Papier mit Denaturierungslösung gelegt und für
4 Minuten bei 95 °C in einem Wasserbad knapp über der Wasseroberfläche inkubiert. Die
Neutralisierung erfolgte für 4 Minuten auf einem mit Neutralisierungslösung (1 M Tris/HCl, 1
M Tris/Base, 1,5 M NaCl, pH 7,4) getränkten Papier bei Zimmertemperatur. Der darauf
folgende Abbau der Proteine wurde in Pronase-Puffer-Lösung (50 mM Tris/HCl, pH 7,8, 1%
Laurylsarkosyl, 50 µg/ml Pronase) bei 37 °C für 30 - 45 Minuten durchgeführt. Hierbei und
auch beim folgenden Waschschritt wurde die Membran richtig in die jeweilige Lösung
eingetaucht. Das Waschen der Membran erfolgte in 50 mM Natriumphosphat-Puffer (pH 7,2)
für 10 Minuten bei Zimmertemperatur. Anschließend wurde die Membran für 15 - 20 Minuten
auf saugfähigem Papier vorgetrocknet. Die endgültige Trocknung erfolgte während einer
Ruhephase über Nacht bei Zimmertemperatur. Am nächsten Tag wurde die DNA durch UV-
Strahlen in einem UV-Stratalinker 1800 (Stratagene) auf der Membran fixiert. Alternativ
wurde die Fixierung der DNA durch Inkubation der Membran für 2 Stunden bei 80 °C
durchgeführt.
Die fertige Membran wurde bis zu ihrer Hybridisierung bei Zimmertemperatur aufbewahrt.
C.8 Überprüfung der Integrität der Genbanken
Um vor der Konservierung der Genbanken einen Eindruck von ihrer Güte zu erhalten,
wurden zufällig ausgesuchte Einzelklone mittels Restriktionsanalyse und der Bestimmung
von randständigen Sequenzen untersucht. Parallel dazu wurden die zur Erstellung der
Genbanken verwendeten DNAs einer Diversitätsstudie unterzogen, bei der die
phylogenetischen Gruppen Archaea und Bacteria getrennt untersucht wurden.
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C.8.1 Untersuchung von Fosmid-Einzelklonen mittels Restriktionsanalysen
Für eine erste Überprüfung ob die Klonierungen funktioniert hatten, wurden zufällig
ausgewählte Klone von allen drei Genbanken durch eine Restriktionsanalyse auf das
Vorhandensein von inserts untersucht.
Dazu wurden die Fosmide von 20 Klonen der Genbank RUD003 und je 10 Klonen der
Genbanken S247 und S248 wie unter C.3.3.2 beschrieben isoliert. Die Restriktion erfolgte
mit dem Enzym NotI, welches flankierend zum insert im Vektor schneidet. Je Restriktion
wurde folgender Ansatz zusammengestellt:
10 x O+-Puffer 2 µl
Fosmid-DNA-Lösung 10 µl
Bi-deionisiertes Wasser 7 µl
NotI (10 U/µl) 1 µl
Gesamt 20 µl
Um eine vollständige Hydrolyse zu gewährleisten, wurden die Restriktionsansätze zwischen
5 Stunden bis über Nacht (12 Stunden) bei 37 °C inkubiert.
Die Auftrennung der Fragmente erfolgte mittels Pulsfeldgelelektrophorese wie unter C.2.2
beschrieben. Als Laufbedingungen der 1%igen Agarosegele wurden 200 Volt mit Pulszeiten
von 0,1 - 2 Sekunden für 6 Stunden gewählt.
C.8.2 Bestimmung von randständigen DNA-Sequenzen (Endsequenzen) von Fosmid-
Einzelklonen
Hierzu wurden von sechs zufällig ausgewählten Klonen der Genbank RUD003 die Fosmide
wie unter C.3.3.3 beschrieben isoliert. Anschließend wurden die Fosmide durch eine
Restriktion mit NotI wie unter C.8.1 beschrieben untersucht. Allerdings erfolgte die
Auftrennung der DNA-Fragmente auf einem 0,7%igen Agarosegel (siehe auch C.2.1).
Die Bestimmung von je einer der Endsequenzen pro Klon erfolgte wie unter C.6.4.1
beschrieben.
C.8.3 Bestimmung der 16S rDNA-Diversität in den für die Herstellung der Genbanken
verwendeten DNAs
Um einen Überblick über die organismische Herkunft der in den Genbanken abgelegten
Genomfragmente zu erhalten, wurden die für die Klonierungen verwendeten DNAs einer
Diversitätsstudie unterzogen. Hierbei sollte sowohl die bakterielle als auch die archaeale
Diversität durch die Amplifizierung, Klonierung und Sequenzierung der entsprechenden 16S
rRNA-Gene erfasst werden.
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C.8.3.1 Amplifizierung archaealer und bakterieller 16S rDNA mittels PCR
Die für die Herstellung der Genbanken RUD003, S247 und S248 isolierten hochmolekularen
DNAs wurden als Matrizen zur Amplifizierung von archaealen bzw. bakteriellen 16S rRNA-
Genen wie unter C.4.1.1.1 bzw. C.4.1.1.2 beschrieben verwendet.
C.8.3.2 Analyse und Aufreinigung der PCR-Produkte
Die unter C.8.3.1 erhaltenen PCR-Produkte wurden auf 1%igen Agarosegelen analysiert.
DNA-Fragmente der erwarteten Größe wurden mit einem sterilen Skalpell ausgeschnitten
und wie unter C.3.1.1 beschrieben aus den Agarosegelen isoliert.
C.8.3.3 Klonierung der PCR-Produkte
Für die Klonierung der isolierten 16S rDNA PCR-Produkte wurde der Zero Blunt TOPO PCR
Cloning Kit (Invitrogen) mit dem unter C.5 beschriebenen Protokoll verwendet.
C.8.3.4 Identifizierung von Transformanten mit 16S rRNA-Genen über „Kolonie“-PCR
Eine Identifizierung von erfolgreich transformierten E. coli erfolgte mit Hilfe der „Kolonie“-
PCR wie unter C.4.2 beschrieben. Dazu wurden von den einzelnen Klonierungen folgende
Anzahlen an Klonen untersucht:
RUD003 archaeale 16S rRNA-Gene: 25 Klone
bakterielle 16S rRNA-Gene: 19 Klone
S247 archaeale 16S rRNA-Gene: 41 Klone
bakterielle 16S rRNA-Gene: 40 Klone
S248 archaeale 16S rRNA-Gene: 40 Klone
bakterielle 16S rRNA-Gene: 40 Klone
C.8.3.5 Restriktionsanalyse der klonierten 16S rDNAs
Um eine erste Aussage über die Diversität der klonierten 16S rRNA-Gene treffen zu können,
wurden die „Kolonie“-PCR-Produkte mit dem Restriktionsenzym NdeII hydrolysiert.
Jeder Restriktionsansatz wurde wie folgt zusammengestellt:
10 x NdeII-Puffer 3 µl
„Kolonie“-PCR-Produkt 12 µl
HPLC Wasser 14,2 µl
NdeII (10 U/µl) 0,8 µl
Gesamt 30 µl
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Anschließend wurden die entstandenen DNA-Fragmente auf 3%igen Agarosegelen
aufgetrennt und die verschiedenen Muster bestimmt.
Bei den bakteriellen wie auch den archaealen 16S rDNA-Klonen von RUD003 wurden die
„Kolonie“-PCR-Produkte erst auf einem Gel analysiert und nur Klone mit insert für die
Restriktionsanalyse herangezogen. Bei den Klonen von S247 und S248 wurden die
„Kolonie“-PCR-Produkte hingegen direkt geschnitten. Somit ergeben sich folgende Zahlen
von über Restriktionsanalysen untersuchten Klonen:
RUD003 archaeale 16S rRNA-Gene: 15 Klone
bakterielle 16S rRNA-Gene: 14 Klone
S247 archaeale 16S rRNA-Gene: 41 Klone
bakterielle 16S rRNA-Gene: 40 Klone
S248 archaeale 16S rRNA-Gene: 40 Klone
bakterielle 16S rRNA-Gene: 40 Klone
C.8.3.6 Isolierung der Plasmide und Sequenzbestimmung der klonierten Fragmente
Anhand der Restriktionsmuster wurden jeweils 12 Klone der archaealen 16S rDNA-
Genbanken und jeweils 24 Klone der bakteriellen für eine Sequenzbestimmung ausgewählt.
Isoliert wurden die Plasmide wie unter C.3.3.1 beschrieben. Die Sequenzierung der
archaealen 16S rDNAs erfolgte im Haus wie unter C.6.1 beschrieben, die der bakteriellen in
Kooperation mit der Firma BRAIN (Zwingenberg) wie unter C.6.2 beschrieben.
C.8.3.7 Bioinformatische Auswertung der erhaltenen Sequenzen
Von den erhaltenen Sequenzen wurden mit Hilfe des GCG-Programmpakets die kurzen
Abschnitte mitbestimmter Vektorsequenz abgeschnitten. Anhand eines blastn-Vergleichs
gegen die nr-Datenbank wurde von den verbleibenden Sequenzen bestimmt, ob sie für 16S
rRNA-Gene kodierten. War dies der Fall wurden sie zur Rekonstruktion phylogenetischer
Stammbäume in das ARB-Programm geladen und wie unter C.11.2 beschrieben weiter
bearbeitet.
C.9 Durchmusterung der Genbanken
Die Durchmusterung der erstellten Genbanken erfolgte sequenzbasiert mittels PCR und den
entsprechenden Oligonukleotiden. Im Vordergrund stand dabei die Identifizierung
crenarchaealer Genomfragmente, aber es wurde auch nach Fragmenten von
Streptomyceten gesucht, die als typische Bodenbakterien gelten.
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C.9.1 Durchmusterung der Genbanken mittels PCR
Bei der Durchmusterung wurde ausschließlich nach Genen die für ribosomale RNAs
kodieren gesucht. Als Matrizen wurden dabei die „2. Eluate“ der DNA-Pools (siehe C.7.6.2)
verwendet.
C.9.1.1 Durchmusterung nach archaealen 16S rRNA-Genen
Die DNA-Pools 1-79 der Genbank RUD003 und die Pools 1-52 der Bank S248 wurden mit
den archaealen primern Arch20F und Arch958R wie unter C.4.1.1.1 beschrieben
durchgemustert.
C.9.1.2 Durchmusterung nach archaealen 23S rRNA-Genen
Hierfür wurden die DNA-Pools 1-79 der Genbank RUD003 mit den primern LS177F und
LS2445a-R wie unter C.4.1.2 beschrieben durchgemustert.
C.9.1.3 Durchmusterung nach 16S rRNA-Genen von Streptomyceten
Diese Durchmusterung erfolgte mit den primern StrepB und StrepF wie unter C.4.1.1.3.1
beschrieben. Untersucht wurden die DNA-Pools 1-79 der Genbank RUD003, die Pools 1-30
der Genbank S247 und die Pools 1-52 der Genbank S248. Weiterhin wurden die von Achim
Quaiser zur Verfügung gestellten DNA-Pools 1-66 der Genbank RUD001 durchgemustert.
Zusätzlich wurden die DNA-Pools 1-79 der Genbank RUD003 mit den primern Strep230F
und Strep1445R wie unter C.4.1.1.3.2 beschrieben durchgemustert.
C.9.2 Klonierung von bei der Durchmusterung erhaltenen PCR-Produkten
Wurden bei der Durchmusterung der Genbanken von einzelnen DNA-Pools PCR-Produkte
der richtigen Größe erhalten, wurden sie nach erfolgreicher Reproduktion kloniert. Dazu
wurde das PCR-Produkt wie unter C.3.1.2 beschrieben aus dem Agarosegel eluiert und in
den pCR-Blunt II TOPO-Vektor (siehe auch C.5) kloniert. Falls zu diesem Zeitpunkt der
Einzelklon noch nicht identifiziert war, wurde die Sequenz des klonierten PCR-Produkts
bestimmt.
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C.9.3 Identifizierung von Einzelklonen mittels Hybridisierung mit Digoxigenin- (DIG)
markierten DNA-Sonden
Um einen Einzelklon innerhalb der 384 Klone eines positiv getesteten DNA-Pools
identifizieren zu können, wurde von der entsprechenden Mikrotiterplatte ein Filter hergestellt
(siehe C.7.6.3). Bei dessen anschließender Hybridisierung mit einer Sonde, bei deren
Herstellung das beim Durchmustern erhaltene PCR-Produkt als Matrize diente, sollte die
Kolonie des entsprechenden Einzelklons markiert sein.
C.9.3.1 Herstellung von DIG-markierten DNA-Sonden
Für die Herstellung der DIG-markierten DNA-Sonde wurde der DIG DNA Labeling Kit (Roche
Diagnostics) verwendet. Als Matrize diente ein mittels Agarosegel (siehe C.2.1) und
Gelextraktion (siehe C.3.1) gereinigtes PCR-Produkt, welches wie folgt mit DIG markiert
wurde:
hitzedenaturiertes PCR-Produkt 10 µl
Hexanukleotid-Gemisch 2 µl
DIG DNA labeling mix 2 µl
Klenow Enzyme (labeling grade,0,5U/µl) 1 µl
HPLC-Wasser ad 20 µl
Die Markierungsreaktion erfolgte über Nacht bei 37 °C. Am nächsten Tag wurde die fertig
markierte Sonde mit Ethanol gefällt, in 100 µl HPLC-Wasser aufgenommen und bis zu ihrer
Verwendung bei -20 °C gelagert.
C.9.3.2 Hybridisierung von Filtern mit DIG-markierten Sonden
C.9.3.2.1 Vorbereitung
Die wie unter C.7.6.3 hergestellten Filter der Mikrotiterplatten wurden vor der Hybridisierung
mit den für den Versuch entsprechenden Kontroll-DNAs bestückt. Dazu wurden die Kontroll-
DNAs (PCR-Produkte und chromosomale DNAs) denaturiert, auf die Membran aufgeträufelt
und durch UV-Strahlen fixiert.
C.9.3.2.2 Hybridisierung
Die Prähybridisierung des Filters erfolgte in 20 ml Hybridisierungslösung (50% Formamid,
5 x SSC, 2% Blockierungslösung, 0,02% SDS, 0,1% Laurylsarcosin) für ein bis vier Stunden
bei 42 °C. Anschließend wurden 50-100 µl der vorher denaturierten Sonde mit 450-500 µl
eiskalter Hybridisierungslösung vermischt und zusammen mit frischen 20 ml
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Hybridisierungslösung auf den Filter gegeben. Die Hybridisierung erfolgte über Nacht bei
42 °C.
C.9.3.2.3 Waschen des Filters und Detektion
Alle hier aufgeführten Schritte wurden schüttelnd und, wenn nicht anders angegeben, bei
Zimmertemperatur durchgeführt.
Nach der Hybridisierung wurde der Filter zweimal für 15 Minuten in 2 x SSC/0,1% SDS
gewaschen, anschließend zweimal für 15 Minuten in 0,2 x SSC/0,1% SDS bei 60 °C. Einem
fünfminütigen Waschen in DIG-Waschpuffer 1 (0,1 M Maleinsäure, 0,15 M NaCl, eingestellt
auf pH 7,0 mit NaOH-Plätzchen) folgend, wurde die Membran durch eine 30-minütige
Inkubation in Puffer 2 (0,3% Tween-20 in DIG-Puffer 1) blockiert. Die Reaktion des
polyklonalen Schaf-Anti-DIG Antikörpers (Roche Diagnostics) mit der DIG-Markierung
erfolgte durch Zugabe von 5 µl des Antikörpers zu 50 ml frischem Puffer 2, gefolgt von einer
30-minütigen Inkubation. Anschließend wurde der Filter zweimal für 15 Minuten in DIG-
Waschpuffer gewaschen und für fünf Minuten in Puffer 3 (1% Blockierungsreagens in 1 x
DIG-Puffer 1 100 mM Tris/HCl pH 9,5, 100 mM NaCl) inkubiert. Die an den Antikörper
gekoppelte Alkalische Phosphatase setzte nach fünfminütiger Inkubation des Filters in dem
Substrat 3-(4-Methoxyspiro[1,2-dioxetan-3,2`-(5`-chloro)tricyclo[3.3.1.1.3,7]decan]-4-yl)phenyl-
phosphat (CSPD, Roche Diagnostics) die Chemilumineszenz durch Abspaltung eines
Phosphatrestes frei.
Für die Detektion wurden Biomax MR Röntgenfilme (Kodak) verwendet, die bei einer 30- bis
60-minütigen Inkubation des Filters bei 37 °C belichtet wurden. Um schwache Signale zu
verstärken und den eventuell vorhandenen Hintergrund zu verringern wurde ein weiterer Film
über Nacht bei einer Inkubationstemperatur von 4 °C belichtet. Die Entwicklung der Filme
erfolgte manuell.
C.9.4 Restriktionsanalyse der identifizierten Einzelklone
Identifizierte Einzelklone wurden aus der Mikrotiterplatte heraus auf LB-Chloramphenicol-
Agarplatten angeimpft und über Nacht bei 37 °C angezogen. Auf das richtige Fosmid hin
wurden die Einzelklone mittels der entsprechenden PCR überprüft, wobei die Klone durch
Zahnstocher (ähnlich Kolonie-PCR, siehe C.4.2) in die Ansätze gepickt wurden.
Anschließend wurden große Mengen des Fosmids nach dem Protokoll zur Isolierung
hochreiner Fosmid-DNA aus E. coli-Einzelklonen mit dem Qiagen Plasmid Midi-Kit und
Doppelacetatfällung (C.3.3.3) isoliert.
Eine weitergehende Analyse der Klone erfolgte durch Restriktion mit mehreren
unterschiedlichen Enzymen. Ziel war es, die ungefähren Größen der klonierten DNA-
Fragmente zu bestimmen und eine Aussage über deren GC-Gehalt zu bekommen.
Folgende Restriktionsansätze wurden je Einzelklon durchgeführt:
C Material und Methoden
45
Ansatz für NotI-Hydrolyse:
10 x O+-Puffer 2 µl
Fosmid-DNA-Lösung 2 µl
Bi-deionisiertes Wasser 15 µl
NotI (10 U/µl) 1 µl
Gesamt 20 µl
Ansatz für EcoRI-Hydrolyse:
10 x O+-Puffer 2 µl
Fosmid-DNA-Lösung 2 µl
Bi-deionisiertes Wasser 15 µl
EcoRI (10 U/µl) 1 µl
Gesamt 20 µl
Ansatz für NdeI-Hydrolyse:
10 x R+-Puffer 2 µl
Fosmid-DNA-Lösung 2 µl
Bi-deionisiertes Wasser 15 µl
NdeI (10 U/µl) 1 µl
Gesamt 20 µl
Ansatz für HindIII-Hydrolyse:
10 x R+-Puffer 2 µl
Fosmid-DNA-Lösung 2 µl
Bi-deionisiertes Wasser 15 µl
HindIII (10 U/µl) 1 µl
Gesamt 20 µl
Ansatz für NdeI/HindIII-Hydrolyse:
10 x R+-Puffer 2 µl
Fosmid-DNA-Lösung 2 µl
Bi-deionisiertes Wasser 14 µl
NdeI (10 U/µl) 1 µl
HindIII (10 U/µl) 1 µl
Gesamt 20 µl
Um eine vollständige Restriktion zu gewährleisten wurden die Ansätze zwischen drei und
sieben Stunden bei 37 °C inkubiert.
Anschließend erfolgte eine Auftrennung der entstandenen Fragmente auf 0,7%igen
Agarosegelen. Nach Analyse der Gele wurden die Restriktions-Fragmentgrößen anhand der
verwendeten Marker abgeschätzt und zur Bestimmung der Größe des klonierten DNA-
Fragments herangezogen.
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C.9.5 Herstellung von shotgun-Subbanken von Fosmid-Einzelklonen
Um die Inserts von Fosmiden komplett sequenzieren zu können, mussten von ihnen
Subbanken mit durchschnittlichen Insert-Größen von 1,5 - 5 kb in PCR-Klonierungsvektoren
hergestellt werden. Diese Subbanken sollten den jeweiligen Fosmid-Einzelklon ca. 8-10-fach
redundant abdecken um eine spätere bioinformatische Assemblierung der erhaltenen DNA-
Sequenzen zu ermöglichen.
C.9.5.1 Scheren der Fosmid-DNA
Für das zufällige Scheren der DNA wurden Nebulizer von Invitrogen verwendet. Dabei
handelte es sich um kleine Plastikgefäße in denen die DNA durch Einleitung eines Gases
geschert wurde. Die Größe der DNA-Fragmente wurde über den Druck des eingeleiteten
Gases und den Zeitraum der Einleitung determiniert.
Für das Scheren wurde 10 - 20 µg hochreine Fosmid-DNA (siehe auch C.3.3.3) verwendet.
Diese wurde mit 750 µl Scherpuffer (TE, pH 8 mit 10% Glycerin) gemischt und in den nach
Herstellerangabe zusammengesetzten Nebulizer gegeben. Das Scheren der DNA erfolgte in
dem durch Eis gekühlten Nebulizer mittels Einleitung von Stickstoff. Meist wurde ein Druck
von 0,7 bar für 100 Sekunden angelegt, allerdings gab es auch empirisch bestimmte
Abweichungen je nach Größe und G+C-Gehalt des zu scherenden Fosmids.
Anschließend wurden 30 µl des Scheransatzes auf einem 1%igen Agarosegel analysiert.
Stimmte die Größe der DNA-Fragmente nicht mit den Erwartungen überein, wurde erneut
durch Einleitung von Stickstoff geschert. Hatten die DNA-Fragmente die richtige Größe
wurden sie durch Zugabe von 1/10 Volumen 3 M Natriumacetat (pH 5,2) und einem Volumen
Isopropanol gefällt. Die Sedimentierung der DNA erfolgte bei 15.000 rpm und 4 °C für 30
Minuten. Das Sediment wurde mit 70% -20 °C-kaltem Ethanol gewaschen, getrocknet und in
50 µl HPLC-Wasser aufgenommen.
Die DNA wurde gelelektrophoretisch analysiert und bei -20 °C gelagert.
C.9.5.2 Präparation der DNA-Enden
Für die Klonierung in den verwendeten Vektor waren Adenin-Überhänge an den 3`-Enden
der DNA-Fragmente nötig. Bevor diese angehängt werden konnten, mussten zuerst die
Enden der gescherten Fragmente geglättet werden. Dies geschah mit dem End-Repair
Enzyme Mix aus dem EpiFOS Fosmid Library Production-Kit (siehe auch C.7.5.1). Der
Modifizierungsansatz wurde wie folgt zusammengestellt:
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10 x End-Repair Buffer 8 µl
2,5 mM dNTP-Mix 8 µl
10 mM ATP 8 µl
gescherte DNA 47 µl
HPLC-Wasser 5 µl
End-Repair Enzyme Mix 4 µl
Gesamt 80 µl
Nach der Inkubation für 45 Minuten bei Zimmertemperatur wurde der Modfizierungsansatz
für 10 Minuten bei 70 °C im Wasserbad inaktiviert.
Die Abtrennung der Komponenten der Modifizierungsreaktion geschah anschließend durch
eine Phenol/Chloroform-Extraktion.
Dazu wurde der Ansatz mit HPLC-Wasser auf 200 µl aufgefüllt und mit einem Volumen
Phenol/Chloroform/Isoamylalkohol (25:24:1) extrahiert. Nach der anschließenden
Chloroform/Isoamylalkohol (24:1)-Extraktion wurde die DNA durch Zugabe von 1/10
Volumen 3 M Natriumacetat (pH 5,2) und einem Volumen Isopropanol gefällt. Die
Sedimentierung erfolgte bei 15.000 rpm und 4 °C für 30 Minuten. Das Sediment wurde mit
70% Ethanol gewaschen und getrocknet. Aufgenommen wurde es in 40 µl HPLC-Wasser.
Die Lagerung erfolgte bei -20 °C.
Das Anhängen der Adenine an die 3´-Enden der DNA erfolgte mit AmpliTaq-DNA-
Polymerase (Applied Biosystems), die diese Reaktion durchführen kann.
Dazu wurde folgender Ansatz zusammengestellt:
10 x AmpliTaq-Puffer 3 µl
25 mM MgCl2 3,6 µl
2 mM dATP 3 µl
modifizierte DNA 20 µl
HPLC-Wasser 0,2 µl
AmpliTaq (5 U/µl) 0,2 µl
Gesamt 30 µl
Die Reaktion wurde während einer Inkubation bei 72 °C für 15 Minuten durchgeführt.
Anschließend wurde der Ansatz direkt mit Gelauftragspuffer versetzt und zur
Größenselektion auf einem Agarosegel aufgetragen.
C.9.5.3 Größenselektion mittels Gelelektrophorese
Hierzu wurde ein 1%iges Agarosegel verwendet. Aufgetragen wurden neben dem Marker
eine Spur mit 3 µl und eine mit dem Rest des Adenylierungsansatzes. Nach der
elektrophoretischen Auftrennung wurde von dem Gel die Spur mit dem Rest des Ansatzes
abgeschnitten. Das restliche Gel wurde mit Ethidiumbromid gefärbt und die DNA unter UV-
Licht analysiert. Anhand der Ergebnisse wurden die DNA-Fragmente im Größenbereich von
3 - 8 kb aus dem ungefärbten Teil des Gels blind ausgeschnitten.
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C.9.5.4 Isolierung der DNA-Fragmente aus dem Agarosegel
Die Isolierung der DNA-Fragmente aus dem Agarosegelstück wurde mit dem GeneClean II-
Kit (Q-BIOgene) wie unter C.3.1 beschrieben durchgeführt.
Gelagert wurde die erhaltene DNA-Lösung bei 4 °C.
C.9.5.5 Klonierung in pGEM-T
Für die Subklonierung wurde der PCR-TA-Klonierungsvektor pGEM-T (Promega) gewählt.
Der 3.000 bp große Vektor trägt neben einem Gen für die ß-Laktamase (Ampicillin-
Resistenz) auch den lacZ-Leserahmen für die ß-Galaktosidase. Dieser wird durch das bei
der Klonierung in der multiple cloning site eingefügte Insert unterbrochen. Somit wird eine
Selektion der Klone anhand ihrer Koloniefarbe auf X-Gal-haltigen Agarplatten ermöglicht.
C.9.5.5.1 Ligation
Für die Ligation wurde neben dem eigentlichen Ansatz auch eine Kontroll-Ligation zur
Bestimmung des vektorspezifischen Hintergrunds an falsch-weißen Klonen durchgeführt.
Ansatz Ligation Kontrolle
2 x Rapid Ligation Buffer 5 µl 2,5 µl
pGEM-T (x ng/µl) 1 µl 0,5 µl
DNA-Lösung 3 µl -
HPLC-Wasser - 1,5 µl
T4 DNA Ligase (3 U/µl) 1 µl 0,5 µl
Gesamt 10 µl 5 µl
Die Ligation erfolgte über Nacht bei 4 °C.
C.9.5.5.2 Transformation
Für die Transformation wurden chemisch kompetente E. coli TOP10 F´ Zellen verwendet.
Zu je 100 µl der Zellen wurden 2 µl des Ligations- bzw. des Kontrollansatzes gegeben und
20 Minuten auf Eis inkubiert. Die Transformation erfolgte durch einen 30-sekündigen
Hitzeschock bei 42 °C im Wasserbad. Regeneriert wurden die Zellen für eine Stunde
schüttelnd bei 37 °C in jeweils 500 µl SOC-Medium. Die Plattierung erfolgte auf LB-
Agarplatten mit 100 mg/l Ampicillin, 40 mg/l X-Gal und 40 mg/l IPTG (AXI-Platten). Inkubiert
wurden die Agarplatten bei 37 °C über Nacht.
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C.9.5.6 Analyse der erhaltenen Klone
Von den gewachsenen Klonen wurden 12 - 24 mit weißer Koloniefarbe untersucht um eine
Aussage über die Qualität der erstellten Subbank machen zu können.
C.9.5.6.1 Isolierung der Plasmide
Die Isolierung der Plasmide wurde wie unter C.3.31 beschrieben durchgeführt.
C.9.5.6.2 Restriktionsanalyse der Plasmide
Um die Größe der Inserts bestimmen zu können, wurden sie mit den Restriktionsenzymen
NcoI und SacI aus dem Vektor herausgeschnitten.
Der Restriktionsansatz setzte sich wie folgt zusammen:
10 x Y+/Tango-Puffer 2 µl
Plasmid-DNA-Lösung 5 µl
HPLC-Wasser 11,4 µl
NcoI (10 U/µl) 0,8 µl
SacI (10 U/µl) 0,8 µl
Gesamt 20 µl
Die Restriktion erfolgte während einer 90-minütigen Inkubation bei 37 °C.
Direkt im Anschluss wurden die Restriktionsansätze auf einem Agarosegel elektrophoretisch
analysiert.
Bei dieser Art von Schnitt sollte der Vektor eine Fragmentgröße von 2.943 bp haben. Das
Insert sollte seine zu ermittelnde Größe plus 57 bp vom Vektor aufweisen. Anhand der
erhaltenen Fragmentgrößen der verschiedenen Klone wurde die durchschnittliche Insert-
Größe der Subbank bestimmt.
C.9.5.7 Konservierung der Subbanken in Glycerinkonserven
Die Konservierung der Subbanken erfolgte entsprechend der unter C.7.6.1 beschriebenen
Konservierung der Genbanken. Allerdings wurde hier 100 µg/ml Ampicillin als Antibiotikum
verwendet. Auch wurde von den Subbanken jeweils nur eine Kopie hergestellt, die dann für
die anschließende Sequenzierung auf Trockeneis in das Labor von Stephan Schuster (MPI
Tübingen) geschickt wurde (siehe C.6.3).
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C.10 Bestimmung von randständigen DNA-Sequenzen (Endsequenzen) zur
Identifizierung interessanter Einzelklone
Um einen Eindruck vom klonierten „Metagenom“ in den Umwelt-Genbanken zu erhalten,
bzw. um weitere interessante Einzelklone identifizieren zu können, wurden von 2.688 Klonen
die Endsequenzen wie unter C.6.4.2 beschrieben bestimmt. 1.536 der untersuchten Klone
stammten aus der Genbank RUD003 (Mikrotiterplatten Nr. 6, 23, 58 und 68), 768 aus der
von Achim Quaiser zur Verfügung gestellten Genbank RUD001 (Mikrotiterplatten Nr. 12 und
47) sowie 384 aus der Genbank S248 (Mikrotiterplatte Nr. 6).
Die Analyse der erhaltenen 5.376 Sequenzen erfolgte mit Hilfe des Programmpakets
MAGPIE (Gaasterland und Sensen, 1996). Dabei wurden die Sequenzen automatisch mittels
BLASTX und BLASTN mit den Datenbanken verglichen. Kam es zu Übereinstimmungen,
wurden die entsprechenden Sequenzen weiter untersucht (siehe auch C.11).
Die Fosmide identifizierter Klone von Interesse wurden mit einer Restriktionsanalyse (siehe
auch C.9.4) untersucht. Ihre Subklonierung erfolgte wie unter C.9.5, die
Sequenzbestimmung wie unter C.6.3 beschrieben.
C.11 Bioinformatische Auswertung
Für die Auswertung der während dieser Arbeit angefallenen DNA-Sequenzdaten und der
davon abgeleiteten Proteinsequenzen wurden bioinformatische Analyseprogramme
verwendet. Fast alle dieser Arbeiten wurden auf lokalen Rechnern der Firma Sun mit Unix-
basiertem Betriebssystem durchgeführt. Die für Sequenzvergleiche notwendigen
Datenbanken wurden regelmäßig durch Abgleich mit den öffentlich zugänglichen EMBL-
Datenbanken aktualisiert.
C.11.1 Allgemeine bioinformatische Arbeiten
Allgemeine bioinformatische Arbeiten wurden mit Programmen des Wisconsin Package
Version 10.2 der Genetics Computer Group (Madison, Wisconsin) durchgeführt. Außerdem
wurden die Programme D N A S I S (Hitachi Software Engineering Company;
Sequenzbearbeitung) und MacPlasmap Pro V3.01 (GCG Scientific Inc.; graphische
Darstellung von Genomfragmenten und Konstrukten) verwendet.
C.11.2 Phylogenetische Auswertung von 16S rDNA-Sequenzen
Zur Rekonstruktion von phylogenetischen Bäumen wurde das Programmpaket ARB (Ludwig,
1999) verwendet.
Erhaltene 16S rDNA-Sequenzen wurden in das Programmpaket importiert und mit der
integrierten arb.edit4 Software automatisch gegen die bereits aligniert vorliegenden
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Sequenzen der Datenbank ausgerichtet. Dabei wurden sowohl primäre als auch sekundäre
Strukturmerkmale der 16S rRNA berücksichtigt. Die automatisch erstellten Alignments
wurden manuell überprüft und gegebenenfalls nachkorrigiert.
Bei der Rekonstruktion von phylogenetischen Bäumen wurden der verwendete Algorithmus,
der optimale Sequenzbereich, die Korrektur und der Filter entsprechend der Fragestellung
gewählt.
C.11.3 Annotation von Genomfragmenten
Für die Annotation von Genomfragmenten wurde das Programmpaket MAGPIE (Gaasterland
& Sensen, 1996) verwendet. Hiermit wurden automatisch die ORFs bestimmt und deren
Sequenzen gegen die nr-Datenbank mittels BLASTP, BLASTX und BLASTN verglichen. Die
S u c h e  n a c h  t R N A s  w u r d e  m i t  H i l f e  d e s  tRNAscans
(http://www.genetics.wustl.edu/eddy/tRNAscan-SE) durchgeführt. Multiple Alignments
wurden mit MULTALIN (Corpet, 1988), PILEUP und CLUSTALW erstellt und in SEQLAB
manuell korrigiert. Für Vergleiche der Anordnung von Genen auf den Genomfragmenten mit
denen in bekannten Genomen wurde der Genomapper (http://www-archbac.u-
psud.fr/Genomap/GenomapBrowser.html) verwendet. Graphische Darstellungen der
Genomfragmente wurden mit MacPlasmap Pro V3.01 erstellt.
C.12 Heterologe Expression des crenarchaealen Nitritreduktase-Gens in E. coli
Der auf dem crenarchaealen Genomfragment RUD003 54d9 vorhergesagte ORF, dessen
abgeleitete Aminosäuresequenz deutliche Ähnlichkeiten zu einer Kupfer-enthaltenden
dissimilatorischen Nitritreduktase (NirK) zeigte, sollte in E. coli heterolog exprimiert werden.
Die vorhergesagte Nitritreduktase besteht aus drei Domänen: einem N-terminalen
Signalpeptid bzw. einer Transmembrandomäne, der Nitritreduktase-Domäne und einer
Amicyanin-artigen Domäne. Nativ liegen bereits charakterisierte NirKs aus anderen
Organismen als Homotrimere vor. Für die aktive Expression war es wichtig, dass alle drei
möglichen Kupferatome je Untereinheit eingebaut wurden und diese sich zu dem
Homotrimer zusammenlagerten. Anschließend an die Expression sollte eine Bestimmung der
Enzymparameter folgen.
C.12.1 Herstellung der Überexpressions-Konstrukte
Kritisch für die Überexpression war neben dem eventuell vorhandenen Signalpeptid der
Einbau der Kupferzentren. Da Kupfer-haltige Proteine bekannterweise schwer heterolog in E.
coli herzustellen sind, wurden für die Überexpressionskonstrukte verschiedene Ansätze
gewählt. Einerseits sollte das Protein cytoplasmatisch produziert werden, wofür Konstrukte in
dem Vektor pET28 (Novagen, Abb. 5 b, d) hergestellt wurden. Andererseits wurde ein
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Abbildung 5: Karten der E. coli-Überexpressionsvektoren pET27 und  pET28. Vektorkarte (a) und multiple
cloning site (MCS) (c) von pET27 sowie Karte (b) und MCS (d) von pET28 sind gezeigt. Neben dem
Replikationsursprung (ori) sind die Gene für die Kanamycin-Resistenz (Kan) und den lac-Repessor (lacI) kodiert.
Ein in die MCS kloniertes, überzuexprimierendes Gen steht unter der Kontrolle des T7lac-Promotors und kann mit
verschiedenen tags fusioniert werden. Besonderheit des pET27-Vektors ist die pelB-Signalsequenz, die eine
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Konstrukt in pET27 (Novagen, Abb. 5 a, c) hergestellt, damit das fertige Protein ins
Periplasma exportiert werden konnte. Der Vektor enthält eine PelB Signalsequenz, die von
E. coli erkannt wird und so zu einem Transport des damit fusionierten Proteins ins
Periplasma führt. Dies ist vor allem mit Blick auf die bekannten dissimilatorischen
Nitritreduktasen zu sehen, die meist periplasmatisch lokalisiert sind. Bei manchen der
Konstrukte in pET28 wurde C-terminal ein His-tag (sechs Histidine) angehängt um eine
Reinigung über Metallchelataffinitätschromatographie zu ermöglichen. Diese Konstrukte
enthielten zusätzlich vor dem His-tag eine Thrombin-Schnittstelle um das tag nach der
Reinigung abspalten zu können.
In pET28 wurden folgende Konstrukte hergestellt:
NR1/5N: native Signalsequenz, NirK-Domäne, Amicyanin-Domäne
NR3/5N: keine Signalsequenz, NirK-Domäne, Amicyanin-Domäne
NR3/5: keine Signalsequenz, NirK-Domäne, Amicyanin-Domäne, His-tag
NR3/4: keine Signalsequenz, NirK-Domäne, His-tag
NR4/5N: nur Amicyanin-Domäne
Außerdem wurde folgendes Konstrukt in pET27 hergestellt:
NR3/5N27: PelB Signalsequenz, NirK-Domäne, Amicyanin-Domäne
Nach der Herstellung in E. coli TOP10F`-Zellen wurden alle Konstrukte in E. coli BL21-
CodonPlus(DE3)-RIL-Zellen umkloniert. Diese enthielten ein zusätzliches Plasmid mit tRNA-
Genen für Arginin, Isoleucin und Leucin, die von E. coli selten gebildet werden aber bei
Organismen mit niedrigem G+C-Gehalt zu häufiger verwendeten Codons komplementär
sind.
C.12.1.1 Amplifizierung der Genfragmente mittels PCR
Um Fragmente des potentiellen Nitritreduktase-Gens für die Klonierung in
Überexpressionsvektoren zu amplifizieren, wurden primer für die oben beschriebenen
Konstrukte entworfen. Forward primer enthielten, neben 15 bp Überlappung mit dem Gen,
Schnittstellen für HindIII und NcoI. Bei N-terminal verkürzten Konstrukten wurde ein ATG
Start-Codon in den primer eingebaut. Die reverse primer hatten ebenfalls 15 bp Überlappung
mit dem Gen aber eine XhoI-Schnittstelle um eine gerichtete Klonierung zu ermöglichen.
Sollte ein Konstrukt mit His-tag hergestellt werden, wurde das Stop-Codon ersetzt und eine
Sequenzabfolge die translatiert eine Thrombin-Spaltstelle ergab eingefügt. Außerdem wurde
darauf geachtet, dass sich die Codons für die sechs Histidine in frame mit denen des
restlichen Gens befanden. Sollte das Konstrukt einen „nativen“ C-Terminus haben wurde
entweder das native Stop-Codon verwendet, oder, bei verkürzten Konstrukten, ein neues
Stop-Codon eingefügt.
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Alle PCR-Produkte waren sowohl für die Klonierung in pET27 wie auch pET28 geeignet, da
beide Vektoren die gewählten Schnittstellen besitzen.
Als Matrize für die PCRs diente das 2. Eluat des wie unter C.3.3.3 beschrieben isolierten
Fosmids von Klon 54d9. Es wurden immer mehrere PCR-Ansätze parallel durchgeführt um
genug Produkt zu erhalten.
Ansatz:
10-fach Opti-Puffer 5 µl
MgCl2 2 mM
Desoxynukleosidtriphosphate 0,2 mM
forward/revers primer je 20 pmol oder 50 pmol
DApGoldStar-Polymerase 1,25 U
DNA-Matrize 1 µl
HPLC-Wasser ad 50 µl
Programm:
Denaturierung: 95 °C 5 min
Amplifizierung (5 Zyklen): 95 °C 30 sec
56 °C 45 sec
72 °C 2 min 30 sec
(30 Zyklen): 95 °C 30 sec
61 °C 45 sec
72 °C 2 min 30 sec
Verlängerung: 72 °C 10 min
Alle PCR-Produkte wurden auf Agarosegelen analysiert.
C.12.1.2 Aufreinigung der PCR-Produkte
Von den erhaltenen PCR-Produkten wurden jeweils 85 µl mit dem MinElute PCR Purification
Kit (Qiagen) nach der Anleitung des Herstellers aufgereinigt. Die Elution erfolgten in je 50 µl
EB-Puffer. Bis zur weiteren Verwendung wurden die DNA-Lösungen bei -20 °C gelagert.
C.12.1.3 Restriktion des Vektors und der gereinigten PCR-Produkte
Sowohl die Vektoren als auch die gereinigten PCR-Produkte wurden mit den
Restriktionsendonukleasen NcoI und XhoI für die Klonierung geschnitten um kompatible
Enden zu erzeugen. Bei pET27 wurde dabei ein Fragment von 62 bp herausgeschnitten, bei
pET28 eins von 138 bp (siehe Abb. 5). An den Enden der PCR-Produkte wurden jeweils nur
wenige Basenpaare abgeschnitten.
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Ansatz für Vektoren:
10 x Y+/Tango-Puffer 10 µl
Vektor-DNA (ng/µl)  µl
Bi-deionisiertes Wasser  µl
NcoI (10 U/µl) 1,5 µl
XhoI (10 U/µl) 1,5 µl
Gesamt 50 µl
Ansatz für PCR-Produkte:
10 x Y+/Tango-Puffer 10 µl
gereinigtes PCR-Produkt 10 µl
Bi-deionisiertes Wasser 27 µl
NcoI (10 U/µl) 1,5 µl
XhoI (10 U/µl) 1,5 µl
Gesamt 50 µl
Es wurden je Restriktion zwei Ansätze parallel durchgeführt. Die Inkubation der Ansätze
erfolgte bei 37 °C für 90 Minuten.
Anschließend wurden die beiden identischen Ansätze vereinigt und durch Zugabe von 1/10
Volumen 3 M Natriumacetat (pH 5,3) und einem Volumen Isopropanol gefällt. Die DNA
wurde für eine Stunde bei 15.000 rpm und 4 °C sedimentiert und nach einem Waschschritt
mit 70% Ethanol erneut für 30 Minuten zentrifugiert. Nach Trocknung des DNA-Sediments
wurde dieses in 20 µl HPLC-Wasser aufgenommen und bis zur weiteren Verwendung bei -20
°C gelagert.
C.12.1.4 Ligation
Für die Ligation wurden jeweils der aufgeschnittene Vektor und ein geschnittenes PCR-
Produkt zusammen eingesetzt:
10 x OnePhorAll Buffer 2 µl
10 mM ATP 2 µl
geschnittener Vektor 0,5 µl
geschnittenes PCR-Produkt 5 µl
HPLC-Wasser 10 µl
T4 DNA-Ligase 0,5 µl
Gesamt 20 µl
Die Ligation erfolgte über Nacht bei 16 °C.
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C.12.1.5 Transformation in E. coli TOP10F`-Zellen
Für die Transformation wurden 5 µl des Ligationsansatzes zu 100 µl chemisch kompetenten
E. coli TOP10F`-Zellen gegeben und für 15 Minuten auf Eis inkubiert. Durch den
anschließenden Hitzeschock bei 42 °C für 30 Sekunden erfolgte die Einschleusung der
Plasmide in die Zellen. Die Regeneration wurde nach Zugabe von 250 µl SOC-Medium bei
37 °C für eine Stunde unter leichtem Schütteln durchgeführt. Plattiert wurden 10 µl, 100 µl
und der Rest (ca. 240 µl) des Regenerationsansatzes auf LB-Agarplatten mit 30 µg/ml
Kanamycin. Die Inkubation der Platten erfolgte bei 37 °C über Nacht.
C.12.1.6 Überprüfung der Konstrukte durch Restriktion
Zur Überprüfung der transformierten Plasmide wurden von den erhaltenen Klonen je
Konstrukt sechs Stück in LB-Flüssigmedium mit 30 µg/ml Kanamycin angeimpft und über
Nacht bei 37 °C schüttelnd inkubiert. Die Isolation der Plasmide erfolgte wie unter C.3.3.1
beschrieben.
Für die analytische Restriktion wurden die Enzyme MluI und XhoI verwendet, die bei
richtigen Konstrukten in pET27 zwei Fragmente der Größen 4.458 bp und 894 bp zuzüglich
der Größe des klonierten PCR-Produkts ergeben sollten. Bei pET28 wurden ebenfalls zwei
Fragmente erwartet, hier aber mit den Größen 4.404 bp und 965 bp zuzüglich der Größe des
klonierten PCR-Produkts.
Ansatz :
10 x R+ -Puffer 2 µl
gereinigtes PCR-Produkt 5 µl
Bi-deionisiertes Wasser 11,4 µl
MluI (10 U/µl) 0,8 µl
XhoI (10 U/µl) 0,8 µl
Gesamt 20 µl
Die Restriktionen wurden bei 37 °C für 90 Minuten inkubiert und anschließend auf 1%igen
Agarosegelen analysiert.
C.12.1.7 Transformation in E. coli BL21-CodonPlus(DE3)-RIL-Zellen
Die Transformation richtiger Konstrukte in den Expressionsstamm E. coli BL21-
CodonPlus(DE3)-RIL erfolgte durch Elektroporation. Dazu wurden jeweils 0,5 µl der 1:10
verdünnten Plasmidlösungen, bzw. für die Negativkontrollen 0,5 µl der 1:100 verdünnten
Vektor-DNA-Lösungen, zu je 40 µl elektrokompetenten E. coli BL21-CodonPlus(DE3)-RIL-
Zellen gegeben und für zehn Minuten auf Eis inkubiert. Die Elektroporation wurde mit einer
Capacitance von 25 µFd, einer Spannung von 2,4 kV und einem Widerstand von 200 Ω mit
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einem Gene Pulser Elektroporator (BIORAD) durchgeführt. Dabei ergaben sich
Zeitkonstanten von 4,5 bis 4,6. Regeneriert wurden die Zellen nach Zugabe von einem
Milliliter SOC-Medium für eine Stunde bei 37 °C unter Schütteln. Für die Plattierung auf LB-
Agarplatten mit jeweils 30 µg/ml Kanamycin und Chloramphenicol wurden die Zellen kurz bei
15.000 rpm abzentrifugiert und in 300 µl Medium aufgenommen. Plattiert wurden 10 µl, 100
µl und der Rest (ca. 190 µl). Die Inkubation der Platten erfolgte bei 37 °C über Nacht.
C.12.1.8 Überprüfung der Expressionsklone durch Restriktion ihrer Plasmide
Diese Analyse wurde entsprechend der unter C.12.1.6 beschriebenen durchgeführt.
Allerdings sollte hier zusätzlich noch ein 3.582 bp großes Fragment, das vom linearisierten
CodonPlus-Plasmid stammte, auftauchen.
C.12.2 Expression der crenarchaealen Nitritreduktase
Kupfer-haltige Proteine sind in E. coli schwer zu exprimieren da der Kupfereinbau häufig ein
Problem darstellt. Deshalb wurden für die Expression der crenarchaealen Nitritreduktase
verschiedene Protokolle, Medien, Inkubationstemperaturen, Kulturzusätze und
Induktormengen getestet. Folgend eine Zusammenfassung aller getesteten Bedingungen,
getrennt nach den unterschiedlichen Bereichen. Viele mögliche Kombinationen zwischen
den unterschiedlichen Bereichen wurden ebenfalls getestet.
C.12.2.1 Medien
Verwendete Medien waren LB, 2 x YT und M9 Minimalmedium mit jeweils 30 µg/ml
Kanamycin. Auf Zugabe von Chloramphenicol wurde bewusst verzichtet, da sonst die Zellen
viel ihrer Proteinsyntheseleistung für die Herstellung der 25,66 kDa Chloramphenicol-
Acetyltransferase, dem Protein das die Chloramphenicol Resistenz vermittelt, verwendet
hätten. Dieses Protein hätte außerdem die Reinigung des gewünschten Produkts gestört.
C.12.2.2 Allgemeine Expressionsbedingungen
Am Vortag der Expressionskultur wurde eine 6-10 ml Vorkultur aus einer Glycerinkonserve
des entsprechenden Expressionsklons angeimpft. Das Medium und die
Inkubationsbedingungen der über Nacht wachsenden Vorkultur entsprachen denen in der
späteren Hauptkultur, wobei ebenfalls nur 30 µg/ml Kanamycin zugegeben wurden.
Für die Expressionskultur wurden dann zwischen 60 und 500 ml Medium in 1 Liter
Erlenmeyerkolben angeimpft. Um aerobe Bedingungen zu schaffen wurden die Kulturen in
der Regel mit 220 rpm geschüttelt. Abweichungen dazu gab es nur bei Tests, bei denen der
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Einfluss leicht Sauerstoff-limitierender Bedingungen während der Expressionsphase auf den
Kupfereinbau untersucht wurde. Hierbei wurden die Kulturen in kleineren (250 oder 500 ml)
Erlenmeyerkolben inkubiert und nach Zugabe des Induktors die Schüttelfrequenz auf 30 rpm
reduziert.
Das Wachstum der Kulturen wurde immer durch Bestimmung der optischen Dichte bei 600
nm (OD600) verfolgt. Die Expression des gewünschten Proteins wurde analysiert, indem zu
verschiedenen Zeitpunkten beginnend mit der Induktion (Wert „0 Stunden“) Proben von 500
µl der Kultur entnommen wurden. Diese wurden für drei Minuten bei 13.000 rpm
abzentrifugiert und für eine spätere Analyse bei -20 °C gelagert.
C.12.2.3 Getestete Temperaturen
Getestete Inkubationstemperaturen waren 28 °C und 37 °C. Allerdings wurden auch
Versuche durchgeführt, bei denen die Kultur bei 28 °C angezogen und kurz vor Induktion der
Expression auf 20 °C abgekühlt wurde. Die kühlere Temperatur während der Expression
sollte eine langsamere Proteinsynthese und somit einen besseren Kupfereinbau bewirken.
C.12.2.4 Variation der Induktormenge
Beim pET-Vektorsystem steht eine chromosomal kodierte T7 RNA-Polymerase unter
Kontrolle des lacUV5-Promotors. Durch Zugabe von Isopropylthiogalactopyranosid (IPTG),
einem nicht verstoffwechselbaren Laktose-Analogon, wird der lac-Repressor gebunden und
vom Promotor abgelöst. Die E. coli RNA-Polymerase kann dann das Gen für die T7 RNA-
Polymerase ablesen. Parallel dazu wird der lac-Repressor an dem Plasmid-kodierten T7lac-
Promotor, einer Fusion aus T7 Promotor mit einem stromab liegenden lac-Promotor, durch
das IPTG gebunden und die T7 RNA-Polymerase kann das unter der Kontrolle des T7lac-
Promotor stehende Gen ablesen.
Um die Menge an exprimiertem Protein zu kontrollieren wurde die Zugabe von IPTG variiert.
Es wurden Endkonzentrationen an IPTG in der Kultur von 0,0001 mM, 0,001 mM, 0,01 mM,
0,1 mM, 0,25 mM, 0,5 mM und 1 mM getestet. In der Regel wurde bei einer OD600 zwischen
0,5 und 0,8 induziert. Die Expressionszeiten der Kulturen wurden zwischen 90 Minuten und
12 Stunden variiert.
C.12.2.5 Kulturzusätze
Um den E. coli Zellen genügend Kupfer für den Einbau in die Nitritreduktase zur Verfügung
zu stellen, wurde den Kulturen CuSO4 zugesetzt. Da Kupferverbindungen in höheren
Konzentrationen (>100 µM) toxisch für die Zellen sind, wurden nur 50 µM oder 100 µM als
Endkonzentrationen gewählt. Um die Kulturen nicht durch das CuSO4 anzusäuern, wurde es
als 100 mM Stammlösung gepufferte mit 500 mM Tris (pH 7) zugesetzt. Getestet wurden
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sowohl die Zugabe zu Beginn des Wachstums der Kultur wie auch die zum Zeitpunkt der
Induktion.
C.12.3 Zellaufschluss und Fraktionierung
C.12.3.1 Zellaufschluss zur Isolierung cytoplasmatisch exprimierter Proteine
Nach der Expression wurden die Zellen der Kulturen in 50 ml Schraubkappenröhrchen bei
4.000 rpm und 4 °C für 15 Minuten abzentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen und das
Zellsediment bei 4 °C oder -20 °C gelagert.
Für den eigentlichen Zellaufschluss wurde das Zellsediment in 5 ml 25 mM Tris (pH 7)
aufgenommen und mit einem Ultraschallgerät mit Mikrospitze (Branson Ultrasonic, USA) auf
Eis aufgeschlossen. Falls eine Reinigung über eine Nickel-NTA-Matrix erfolgen sollte,
wurden die Zellen in nicht denaturierendem His-Lysepuffer (50 mM NaH2PO4, 300 mM NaCl,
10 mM Imidazol, pH 8) lysiert.
Um Zelltrümmer, Membranbestandteile und unlösliche Proteinaggregate abzutrennen wurde
in beiden Fällen bei 20.000 rpm im Sorvall SS34-Rotor bei 4 °C für 90 Minuten zentrifugiert.
Der Überstand wurde als „Cytoplasma-Fraktion“ bei 4 °C verwahrt, das Sediment in 2-5 ml
25 mM KPi (pH 7) resuspendiert und als „20.000 rpm-Fraktion“ ebenfalls bei 4 °C verwahrt.
C.12.3.2 Zellaufschluss zur Isolierung periplasmatisch exprimierter Proteine
Hierbei gilt es, Proteine die von den E. coli-Zellen in das Periplasma sekretiert wurden zu
isolieren ohne sie mit cytoplasmatischen Proteinen, die bei einer Komplettlyse der Zellen
austreten würden, zu kontaminieren. Zwei Protokolle kamen dabei zur Anwendung: eines
war angelehnt an das aus der Gruppe von Arne Skerra, das andere wurde von Gary Sawers
zur Verfügung gestellt.
C.12.3.2.1 Protokoll nach Skerra
Eine 100 ml Kultur wurde für 15 Minuten bei 5.000 rpm und 4 °C abzentrifugiert. Der
Überstand wurde als „Medium-Fraktion“ bei 4 °C gelagert. Das Zellsediment wurde in 20 ml
eiskaltem 30 mM Tris HCl (pH 8) mit 20% Saccharose resuspendiert. Anschließend wurden
40 µl 0,5 M EDTA zugegeben und für 30 Minuten auf Eis inkubiert. Nach einer
Sedimentierung der Sphäroblasten bei 4.000 rpm und 4 °C für 15 Minuten wurde das
erhaltene Sediment bis zur eigentlichen Lyse bei 4 °C gelagert. Der Überstand wurde erneut
abzentrifugiert, diesmal bei 15.000 rpm und 4 °C für 15 Minuten. Als „Periplasma-Fraktion“
wurde der danach erhaltene Überstand bei 4 °C verwahrt.
Das Zellsediment wurde danach wie unter C.12.3.1 beschrieben weiterbearbeitet.
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C.12.3.2.2 Protokoll nach Sawers
Bei diesem Protokoll wurden die Zellen von 500 ml Kultur bei 7.000 rpm und 4 °C für
20 Minuten abzentrifugiert. Das Zellsediment wurde zum Waschen der Zellen in 15 ml
100 mM KPi resuspendiert und erneut abzentrifugiert. Je Gramm Nassgewicht der Zellen
wurden diese in einem Milliliter 10 mM KPi resuspendiert. Anschließend wurden je Milliliter
dieser Zellsuspension folgende Lösungen zugesetzt: 5 ml 1 M Saccharose, 0,4 ml 1 M Tris
HCl (pH 8), 0,4 ml 0,1 M EDTA (pH 8) und 1,2 ml 5 mg/ml Lysozym. Diese Suspension
wurde für       2 Minuten bei Zimmertemperatur gerührt. Unter demselben Bezug wurden
dann je Milliliter   1 ml 0,1 M MgCl2 und 10 ml bi-deionisiertes Wasser langsam zugesetzt.
Nach einer Inkubation für 30 Minuten bei Zimmertemperatur wurden die Sphäroblasten bei
9.000 rpm und 4 °C für 30 Minuten abzentrifugiert. Der Überstand wurde dreimal gegen 5
Liter 20 mM Tris (pH 7) dialysiert und anschließend bei 10.000 rpm und 4 °C für 10 Minuten
zentrifugiert.
Der danach erhaltene Überstand bildete die „Periplasma-Fraktion“, die bei 4 °C gelagert
wurde.
C.12.3.3 Aufkonzentrierung von Proteinlösungen
Bei der Herstellung von Mediums- bzw. Periplasma-Fraktionen fielen Proteinlösungen mit
niedrigen Proteinkonzentrationen an. Für weitere Versuche bzw. Analysen durch SDS-
Gelelektrophorese wurden die Proteinkonzentrationen dieser Lösungen, wie folgend
beschrieben, gesteigert.
C.12.3.3.1 Fällung von Proteinen mittels Trichloressigsäure
Um aus kleineren Volumina Proteine schnell für gelelektrophoretische Analysen einzuengen,
wurden diese mittels Trichloressigsäure (TCA) gefällt. Dazu wurden zu 1 ml einzuengender
Probe 500 µl 20%ige TCA-Lösung gegeben. Nach heftiger Durchmischung für 20 Sekunden
wurden die Proteine für 10 Minuten bei 15.000 rpm und 4 °C sedimentiert. Anschließend
wurde der Überstand verworfen und das Proteinsediment getrocknet. Dieses wurde dann in
SDS-Auftragspuffer aufgenommen, und durch Zugabe von 1 M Tris (pH 7,2 oder 8,5) wurde
der pH-Wert für die Gelelektrophorese optimiert.
C.12.3.3.2 Aufkonzentrierung mittels Einengung
Hierfür wurden Jumbosep-Filter (Pall) mit einer Ausschlussgröße von 30 K verwendet. Die
Einengung erfolgte bei 4.000 rpm und 4 °C in einer Sigma-Schraubkappenröhrchen-
Zentrifuge mit Schwingrotor.
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C.12.3.4 Ultrazentrifugation zur Abtrennung von Proteinaggregaten
Für die Ultrazentrifugation wurden jeweils 5 ml Proteinlösung in Zentrifugenbecher für den
70.1 Ti-Rotor der Beckman Optima XL-100K Ultrazentrifuge gefüllt. Die Zentrifugenbecher
wurden mit 25 mM Tris (pH 7) bis zur Oberkante aufgefüllt, verschlossen und bei 40.000 rpm
und 4 °C für eine Stunde zentrifugiert. Der Überstand wurde abgenommen und genauso wie
das in 1 ml 25 mM Tris (pH 7) aufgenommene Sediment bei 4 °C gelagert.
C.12.4 Aktivierung der Nitritreduktase
Versuche die überexprimierte Nitritreduktase zu aktivieren, d.h. eventuell nicht eingebaute
Kupferzentren nachträglich einzubringen, erfolgte durch direkte Zugabe von ungepufferter
oder mit Tris (pH 7) gepufferter CuSO4-Lösung auf eine Endkonzentration von 1 mM. Die
Protein-Lösung wurde anschließend für 30 Minuten bei 4 °C geschüttelt und dann
mindestens über Nacht bei 4 °C gelagert.
Außerdem wurde durch Dialyse der Proteinlösung gegen entweder 20 mM CuCl/100 mM
Tris (pH 7,2) oder 10 mM CuCl/1M Tris (pH 7) oder 1 mM CuSO4/100 mM Tris (pH 7)
versucht die Nitritreduktase zu aktivieren.
Um eventuelle Beeinträchtigungen des anschließenden Enzymtests durch das Kupfer zu
vermeiden wurde nach der Aktivierung über Nacht bei 4 °C gegen 25 mM KPi (pH 7)
dialysiert.
C.12.5 Reinigung der überexprimierten Nitritreduktase
Für die Reinigung wurden zwei Verfahren verwendet: einmal die Metallchelataffinitäts-
chromatographie für Proteine mit His-tag oder die Gelfiltration für solche ohne His-tag.
C.12.5.1 Metallchelataffinitätschromatographie im Säulenverfahren
Für die chromatographische Reinigung von Proteinen mit His-tag wurde als Affinitätsmatrix
Nickel-Nitrilotriessigsäure-Agarose (Ni-NTA, Qiagen) verwendet. Die Reinigung wurde unter
nicht-denaturierenden Bedingungen durchgeführt.
Bei der Reinigung wurden 5 ml Zell-Rohextrakt (Zell-Lyse siehe C.12.3.1) zu 2 ml mit His-
Lysispuffer (50 mM NaH2PO4, 300 mM NaCl, 10 mM Imidazol, pH 8) äquilibrierter Ni-NTA
gegeben und bei 4 °C für eine Stunde durchmischt. Anschließend wurde das Gemisch in
eine Plastiksäule überführt. Nach Ablassen des Durchflusses wurde die Säule 4-mal mit je
5 ml His-Waschpuffer (50 mM NaH2PO4, 300 mM NaCl, 20 mM Imidazol, pH 8) gewaschen.
Die Elution erfolgte in mehreren Fraktionen durch 5-malige Zugabe von je 0,5 ml His-
Elutionspuffer (50 mM NaH2PO4, 300 mM NaCl, 250 mM Imidazol, pH 8). Alle Fraktionen
wurden getrennt bei 4 °C aufbewahrt und später analysiert.
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C.12.5.2 Metallchelataffinitätschromatographie im batch-Verfahren
Eine Variante der Reinigung von Proteinen mit His-tag über Ni-NTA ist das sogenannte
batch-Verfahren, wobei die Schritte nicht auf einer Säule, sondern unter ständiger
Durchmischung in Gefäßen durchgeführt werden. Das hier aufgeführte Protokoll wurde von
Peter Zimmermann optimiert und ist nur auf nicht-denaturierende Bedingungen umgestellt
worden.
Zu 3 ml mit His-Lysispuffer äquilibrierter Ni-NTA wurden 5 ml Rohextrakt gegeben und für
eine Stunde bei 4 °C durchmischt. Danach wurde die Matrix für eine Minute bei 4.000 rpm
abzentrifugiert und der Überstand als „Durchfluss“ verwahrt. Das Waschen der Matrix
erfolgte 4-mal mit je 5 ml His-Waschpuffer, wobei nach Zugabe jeweils 10 Minuten unter
Durchmischung inkubiert und dann die Matrix abzentrifugiert und der Überstand
abgenommen wurde. Die Elutionen erfolgten nach dem gleichen Prinzip, wobei die erste
Elution für 30 Minuten inkubiert wurde, die 2. bis 9. für jeweils 10 Minuten. Die
Elutionsfraktionen wurden anschließend bei 15.000 rpm und 4 °C für 3 Minuten
abzentrifugiert um Reste der Matrix zu sedimentieren. Die erhaltenen Überstände wurden bei
4 °C gelagert.
C.12.5.3 Abspaltung des Hexa-Histidins mittels Thrombin
Um einen eventuell störenden Einfluss des His-tags auf nachfolgende Schritte zu vermeiden,
sollte dieser an der extra dafür eingebauten Thrombin-Erkennungssequenz abgespalten
werden.
C.12.5.3.1 Abspaltung
Nach der Reinigung der Proteine mittels Metallchelataffinitätschromatographie wurden die
Proteinmengen in den verschiedenen Elutionen bestimmt. Je Milligramm Protein wurden
dann 10 Units Thrombin (Amersham) zugegeben und es wurde für 17 Stunden bei 16 °C
inkubiert.
C.12.5.3.2 Überprüfung der Abspaltung mittels Western-Analyse
Um die Abspaltung des Hexa-Histidins zu analysieren wurde eine Western-Analyse mit Anti-
His-Antikörpern durchgeführt.
Dazu wurden die Proteine auf einem SDS-Gel aufgetrennt, mit nicht-kolloidalem Coomassie
Brilliant Blue (Roth) gefärbt und anschließend mittels Nassblot bei 65 V, 500 mAh und 4 °C
für eine Stunde auf eine Nitrozellulosemembran (BioTrace NT 0,45 µm, Pall) transferiert. Die
Membran wurde dann mit 3% BSA, 0,05% Tween 20 in 1 x PBS über Nacht blockiert.
Anschließend an zwei 10-minütige Waschschritte, einmal mit 1x PBS und einmal mit 3%
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BSA, 0,05% Tween 20 in 1 x PBS, erfolgte die einstündige Inkubation mit dem Anti-His-
Antikörper (10 µl Antikörper in 10 ml 1 x PBS mit 3% BSA) bei Zimmertemperatur. Nach
zweimaligem 10-minütigem Waschen mit 3% BSA, 0,05% Tween 20 in 1 x PBS wurde für
eine Stunde mit dem Anti-Maus-Antikörper (10 µl Antikörper in 30 ml 1 x PBS mit 10%
Magermilchpulver und 0,05% Tween 20) inkubiert. Anschließend an dreimaliges 10-
minütiges Waschen der Membran mit 0,05% Tween 20 in 1 x PBS erfolgte die Detektion mit
dem ECL Detection Kit (Amersham). Zur Visualisierung der Signale wurden Biomax MR
Röntgenfilme (Kodak) für 1 bis 5 Minuten belichtet. Die Entwicklung der Filme erfolgte
manuell.
C.12.5.4 Gelfiltration
Für die Trennung der verschiedenen Proteine nach ihrer Größe wurde eine Gelfiltration mit
einer Superose 6-Säule (Amersham) mittels fast protein liquid chromatography (FPLC,
Pharmacia) durchgeführt. Bei der Gelfiltration können kleine Proteine in die Poren des
Säulematerials eindringen und werden so länger retardiert als große, die recht direkt
durchlaufen. Je kleiner die Proteine sind, desto länger ist ihre Aufenthaltsdauer in den Poren
und desto später werden sie eluiert.
Nach dem Auftrag der Proteinlösung auf die Säule wurden die Proteine mit 150 mM NaCl in
20 mM Tris (pH 7,5) nach ihrer Größe eluiert. Die Fraktionen wurden automatisch, abhängig
von ihrem Proteingehalt gesammelt und anschließend bei 4 °C gelagert.
C.12.6 Denaturierung und Rückfaltung der Nitritreduktase zum Einbau von
Kupferzentren
Um einen nachträglichen Einbau der Kupferzentren in die Nitritreduktase durchzuführen
wurden mittels Metallchelataffinitätschromatographie gereinigte Nitritreduktase-Proteine in
Anwesenheit von CuSO4 denaturiert und langsam rückgefaltet.
Dazu wurde in Elutions-Fraktionen der Reinigung nach der Zugabe von CuSO4
(Endkonzentration 1 mM) fester Harnstoff bis zum Erreichen einer Konzentration von 8 M
gelöst. Bei der anschliessenden 2- bis 4-stündigen Inkubation bei 60 °C sollten sich alle
Proteine entfalten. Anschließend wurden die Proteinlösungen in Dialyseschläuche mit einer
Ausschlussgröße von 12.000-14.000 verpackt. Für die Rückfaltung wurden verschiedene
Bedingungen getestet: zum einen wurden die Rückfaltungen unter verschiedenen pH-
Bedingungen durchgeführt, zum anderen wurde die Dialyse von stufenartig zu kontinuierlich
variiert. Alle Dialyseschritte wurden bei 4 °C durchgeführt.
Die getesteten pH-Bedingungen waren pH 3, pH 4,5, pH 6, pH 7,2 und pH 9,5. Alle pH-
Werte wurden durch entsprechende Tris bzw. bis-Tris Puffer eingestellt. Es wurde immer 1
mM CuSO4 Endkonzentration verwendet, Ausnahmen bildeten hier nur die Puffer mit pH 9,5
bei denen nur 0,8 mM CuSO4 eingesetzt wurden.
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Für die stufenartige Dialyse wurden die Dialyseschläuche mit den in 8 M Harnstoff gelösten
Proteinen (ca. 500 µl Volumen) aufeinanderfolgend in 250 ml Puffer mit 4 M, 2 M und 0 M
Harnstoff dialysiert. Jeder Dialyseschritt wurde für 4 bis 10 Stunden durchgeführt.
Die kontinuierliche Dialyse wurde gestartet indem der Dialyseschlauch in 200 ml Puffer mit 8
M Harnstoff gelegt wurde. Mit einer Bürette wurden dann zweimal 500 ml Puffer ohne
Harnstoff langsam reintropfen gelassen, wobei das Volumen des Dialysepuffers nach dem
ersten Schritt wieder auf 200 ml verringert wurde. Die Tropfgeschwindigkeit wurde so
eingestellt, dass 500 ml in ca. 4 bis 6 Stunden zugegeben waren. Dadurch wurde der
Harnstoff langsam ausverdünnt. Am Ende wurden die im Dialysepuffer verbliebenen ca. 0,65
M Harnstoff durch eine Umbettung des Dialyseschlauchs in 500 ml frischen Puffer mit
anschließender Dialyse über Nacht fast komplett entfernt.
Um ein Ausfallen der Proteine zu verhindern, wurde in einigen Dialysen 10% Glycerin
zugesetzt. Ebenfalls um das Ausfallen zu vermeiden, wurde mit unterschiedlichen pH-
Werten von Puffern während der verschiedenen Schritte einer Dialyse experimentiert.
C.12.7 Quantitative Proteinbestimmung nach Bradford
Für die Bestimmung von Proteinkonzentrationen wurde der Test nach Bradford (1976)
verwendet. Hierbei wird die Verschiebung des Absorptionsmaximums des Coomassie
Brilliant Blue Farbstoffes von 465 nm zu 595 nm bei der Bindung an Proteine genutzt.
Von einer zu testenden Probe wurden 20 µl mit 980 µl Bradford-Reagenz gemischt und für
fünf Minuten bei Zimmertemperatur inkubiert. Anschließend wurde die Absorption des
Ansatzes bei 595 nm gegen den mit 20 µl des verwendeten Puffers hergestellten Leerwert
bestimmt. Mit Hilfe einer ebenfalls vermessenen BSA-Eichgerade (0,1, 0,2, 0,4, 0,6, 0,8 und
1 mg/ml BSA) wurde die Konzentration der Proteinlösung berechnet.
C.12.8 Nachweis von Nitritreduktase-Enzymaktivität
Um die überexprimierte Nitritreduktase auf Aktivität überprüfen zu können, wurde ein
abgewandelter Test nach Kakutani et al. (1981) verwendet. Dabei diente mit Natriumdithionit
reduziertes Methylviologen als Elektronendonor für die Nitritreduktase, die diese auf Nitrit
übertragen sollte. Anschließend wurde das nicht reduzierte Nitrit mit Griess-Reagenz, einem
1:1 Gemisch aus 1% Sulfanilamid und 0,02% N-(1-Naphthyl)ethylendiamindihydrochlorid,
nachgewiesen. Nitrit bildet zusammen mit Griess-Reagenz einen Azofarbstoff, dessen
Absorption bei 540 nm photometrisch bestimmt werden kann.
Für die Enzymreaktion wurden in 15 ml Schraubkappenröhrchen 2.390 µl 25 mM KPi-Puffer
(pH 7), 200 µl 50 mM Methylviologen und 10 µl 60 mM NaNO2 gemischt. Dieser Ansatz
wurde für zwei Minuten bei 30 °C äquilibriert. Das Methylviologen wurde anschließend durch
Zugabe von 200 µl 100 mM Natriumdithionit reduziert, wobei es sich blau verfärbte. Gestartet
wurde durch Zugabe von 200 µl der zu untersuchenden Proteinlösung und die
Inkubationszeiten bei 30 °C wurden zwischen 5 und 60 Minuten gewählt. Gestoppt wurde die
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Reaktion durch Aerobisierung mittels kräftigen Durchmischens des Ansatzes für
20 Sekunden.
Der Nachweis des im Ansatz verbliebenen Nitrits erfolgte, indem 100 µl des
Reaktionsansatzes mit 1,4 ml Griess-Reagenz versetzt und zehn Minuten bei
Zimmertemperatur inkubiert wurden. Nach der Sedimentierung eventuell vorhandener




D.1 Darstellung der untersuchten Bodenökosysteme
Im Rahmen dieser Arbeit wurden Proben aus verschiedenen Bodenökosystemen für das
Anlegen von Metagenombanken verwendet. Das Hauptinteresse lag dabei auf dem zum
Naturraum Hessische Rheinebene gehörenden Sandökosystem Rotböll nahe Darmstadt
(Abb. 6, im Folgenden als „RUD“ bezeichnet). Hierbei handelte es sich um einen pflanzen-
und bodenökologisch bereits sehr gut charakterisierten Kalksandrasen (Storm et al., 1998).
Dieser zeichnet sich durch seine extreme Nährstoffarmut, vor allem an Stickstoff und
Phosphat, aus. Der pH-Wert des Bodens wurde bereits während der Diplomarbeit mit
pH(CaCl2) von 7,06 bzw. pH(H2O) von 8,1 bestimmt (Treusch, 2000). Weiterhin ist dieser
Standort durch molekularökologische Methoden auf das Vorkommen bakterieller und vor
allem archaealer Spezies hin untersucht und charakterisiert worden (Selesi, 2000;
Ochsenreiter et al., 2003).
Abbildung 6: Naturraum Hessische Rheinebene: Sandökosystem am Rotböll bei Darmstadt.
Bei den weiteren untersuchten Ökosystemen handelte es ich um einen Graslandboden in
Hähnlein (S247) und einen Mischwaldboden in Gernsheim (S248). Beide waren reich an
organischem Material. Bei dem Graslandboden wurde der pH mit 7,5 bestimmt, bei dem
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Mischwaldboden fand keine pH-Wertbestimmung statt (persönliche Mitteilung Robert Pieper,
BRAIN AG).
Die bearbeiteten Proben wurden jeweils aus den oberen 10 cm der Böden entnommen, von
Pflanzenmaterial befreit und für die Isolierung von DNA verwendet.
D.2 Herstellung von Metagenom-Genbanken aus Bodenhabitaten
Grundlage für die Analyse von Genomen unkultivierter Mikroorganismen aus
Bodenökosystemen ist die Herstellung von Genbanken mit großen klonierten Fragmenten.
Problematisch bei der Aufarbeitung hochmolekularer DNA aus Bodenproben ist die
Vermeidung von Scherkräften auf die DNA bei gleichzeitiger Zelllyse und Abtrennung von
störenden Bodenbestandteilen wie Humin- und Fulvinsäuren.
D.2.1 Isolierung hochmolekularer Metagenom-DNA aus der Bodenprobe RUD
Für die Isolierung hochmolekularer DNA wurde in dieser Arbeit ein Protokoll, welches
während der Diplomarbeit (Treusch, 2000) etabliert wurde und auf einer Extraktionsmethode
nach Zhou et al. (1996) basierte, geringfügig modifiziert verwendet. Die Methode beruhte im
Wesentlichen auf einer Extraktion mit Cetyltrimethylammoniumbromid (CTAB), das eine
Abtrennung von Polysacchariden und Huminsäuren bewirkte. Im Folgenden ist die
Aufarbeitung der DNA beschrieben, die für die Herstellung der Genbank RUD003 verwendet
wurde.
Zu Beginn wurde die Mikrobenfraktion aus einem Kilogramm einer am 4.4.2001
genommenen Bodenprobe von RUD hergestellt. Die Zelllyse erfolgte durch eine Inkubation
mit Proteinase K bei 40 °C. Mit zunehmender Zeit wurde die Suspension trotz dauernder
vorsichtiger Durchmischung klarer, während sich gleichzeitig flockige Gebilde absetzten.
Durch Einstellen einer Konzentration von 2% SDS und Inkubation bei 60 °C wurde die
Suspension Milchkaffee-farben und schaumig. Bei der anschließenden Zentrifugation bei
6.000 rpm bildete sich erst ein braunes Sediment im Zentrifugenbecher, auf dem sich eine
dünne weiße Schicht befand. Eine ähnliche weiße Schicht bildete sich auch auf der
Oberfläche des ansonsten recht klaren, leicht bräunlich gefärbten Überstands. Während des
Abnehmens des Überstands wurde die obere Schicht zerstört und stellte sich dabei als
bröckelig-fest heraus. Teile der entstandenen Präzipitate verblieben in den abgenommenen,
rund 135 ml Flüssigkeit.
Durch die anschließende Extraktion mit Chloroform/Isoamylalkohol wurden auch diese
restlichen weißen Präzipitate entfernt. Zurück blieben ca. 120 ml einer braunen aber klaren
Lösung, aus der die DNA anschließend mit Isopropanol ausgefällt wurde. Die im
Extraktionspuffer enthaltenen hohen Salzkonzentrationen führten zu einer starken
Kopräzipitation von Salzen während der Zentrifugation bei 10 000 rpm. Diese „Salzkruste“
konnte durch Waschen des Sediments mit 70% Ethanol nur unwesentlich verringert werden.
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Nach dem Trocknen wurde das DNA-Sediment in 3 ml TE erst stehend über Nacht und dann
unter vorsichtigem Erhitzen und Schwenken in Lösung gebracht. Bei einer Lagerung bei 4 °C
kristallisierte das Salz jedoch erneut aus, wonach das DNA-Sediment in ansteigendem
Volumen TE gelöst wurde bis keine Kristallbildung mehr beobachtet werden konnte. Die
somit auf ein Volumen von ca. 38 ml vergrößerte DNA-Lösung wurde gegen 5 Liter TE
dialysiert. Von den anschließend vorhandenen 35 ml wurden 30 µl auf einem Agarosegel
analysiert (Abb. 7). Zu sehen ist, dass die DNA-Lösung eine recht geringe Konzentration von
nur 10-20 ng/µl hatte, wodurch sich eine Gesamtmenge an isolierter DNA von 350-700 µg
ergab. Auch ist neben der im Bereich der Auftrennungsgrenze des Gels bei ca. 21 kb
laufenden, gewünschten hochmolekularen DNA ein Schmier an DNA kleiner als 5 kb zu
sehen. Von den 35 ml vorhandener DNA-Lösung wurden 10 ml mittels Vivaspin 50 000
MWCO-Säulchen auf ca. 1 ml aufkonzentriert, um weitere Reinigungsschritte durchführen zu
können. Die erhaltene DNA-Lösung war tiefbraun.
Abbildung 7: Agarosegelelektrophorese (1%) von aus Rotböll-Boden isolierter hochmolekularer DNA. Neben der
DNA ist der λ-DNA/EcoRI+HindIII-Marker in den Mengen 500 ng (M 1), 250 ng (M 2) und 125 ng (M 3)
aufgetragen.
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